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Introduction 
 
Les parasitoses sont des maladies qui revêtent une importance particulière en santé 
animale. En effet, elles sont largement répandues, recherchées et traitées (de façon 
préventive et curative) chez les animaux de production chez lesquels elles peuvent entrainer 
des pertes économiques conséquentes pour l’éleveur.  Les animaux de sport et de compagnie 
de sont pas en reste dans ce domaine puisque la vermifugation est un acte souvent bien ancré 
dans l’esprit des propriétaires. 
Le statut des animaux de parcs zoologiques reste assez singulier ce qui les différencie, 
notamment sur le plan parasitaire, des espèces précédemment citées. En effet, contrairement 
aux animaux de production (ce qui est particulièrement vrai pour les oiseaux), ils possèdent 
une durée de vie longue ce qui peut être propice à l’infestation par certains parasites que l’on 
ne retrouve pas chez les volailles d’élevage. Malgré tout, on ne peut pas non plus les 
apparenter à des animaux de compagnie puisqu’ils vivent dans un milieu souvent clos, 
cohabitent parfois avec d’autres  au sein de leur enclos et évoluent au sein d’une densité 
animale importante de nature variée. 
Néanmoins, les parasitoses restent un enjeu notoire chez les oiseaux de parcs 
animaliers. En effet, ces maladies entrainent souvent des symptômes généraux (baisse 
d’appétit, diarrhée, toux…), ce qui affecte également l’aspect de l’animal (plume ébouriffées, 
prostration…). Or, les animaux de zoo doivent avoir un aspect extérieur irréprochable 
puisqu’ils reflètent l’image de la structure qui les accueille. D’autre part, certaines espèces 
appartiennent à des programmes de réhabilitation ou de sauvegarde. Les maintenir en bonne 
santé est donc indispensable. 
Malheureusement, les données scientifiques concernant les parasites des oiseaux de 
parc animaliers restent peu nombreuses. Cette thèse a donc pour but de recenser les 
principaux parasites que l’on peut trouver sur ces animaux en France ainsi que de proposer 
un outil diagnostic pour aider les vétérinaires à les identifier. 
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PARTIE BIBLIOGRAPHIQUE 
 
Les oiseaux sont les hôtes d’une grande diversité de parasites digestifs, parmi lesquels on 
retrouve notamment des protozoaires et des helminthes. Nous allons présenter de façon 
succincte les parasites les plus fréquemment cités dans la littérature. 
I. Protozoaires 
1. Eimeria  
Les Eimeria sont des protozoaires agents de coccidiose du phylum des Apicomplexa. 
Ces parasites sont bien connus en élevages avicoles dans lesquels ils ont un impact 
économique majeur. 
i. Epidémiologie 
Les Eimeria  sont des parasites très spécifiques d’espèce. Chez les oiseaux, elles ont été 
largement décrites chez les volailles (poules, canards, pintades,oies…) mais également chez le 
pigeon, les Psittaciformes, les Passeriformes (Clyde, Pattons 1996; Holsback et al. 2013), les 
rapaces (Smith 1996), les Ratites (Ponce Gordo et al. 2002) et de nombreuses autres espèces. 
Le tableau suivant rassemble quelques exemples de couples hôtes-parasites : 
Tableau 1 : Espèces d'Eimeria et leurs hôtes (Parasitic diseases of wild birds, 2008) 
ESPECE HOTE ESPECE D’EIMERIA 
Poule et poulet (Gallus gallus domesticus) E. acervulina, E. brunetti, E. maxima, E. mitis, E. 
mivati, E. necatrix, E. praecox, E. tenella 
Dinde (Meleagris gallopavo) E. meleagrimitis, E. adenoïdes, E. gallopavonis 
Pintade (Numida meleagris) E. numidia, E. grenieri, 
Canards E. aeythyae 
Oies E. truncata 
Perruche ondulée (Melopsittacus undulatus) E. dunsingi 
Toco Toucan (Ramphastos toco) E. forresteri 
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ii. Cycle biologique 
Le cycle biologique des parasites du genre Eimeria  
est monoxène est se déroule en trois phases : 
- Sporogonie : période pendant laquelle les 
oocystes (formes libres dans le milieu extérieur) vont 
sporuler pour devenir infectants. Dans les oocystes 
sporulés, on trouve quatre sporocystes, contenant 
chacun deux sporozoïtes. Cette sporulation est 
dépendante de facteurs environnementaux 
(température, humidité, oxygénation). De manière 
générale, les oocystes sont résistants à la 
dessiccation et au gel, ce qui rend l’assainissement 
d’un milieu infecté difficile. 
 
- Schizogonie : après ingestion, les oocystes sont 
broyés dans le gésier et libèrent les sporocystes. Ceux-ci excystent au niveau intestinal 
sous l’effet de facteurs mécaniques (péristaltisme intestinal) et biochimiques 
(enzymes, sucs digestifs) et libèrent chacun deux sporozoïtes. Le sporozoïte est 
l’élément infectant. Il est mobile et pénètre dans les cellules épithéliales de la paroi 
intestinale où il se transforme en trophozoïte puis en schizonte (ou mérontes). Chaque 
schizonte subit des divisions cellulaires multiples pour donner naissance à des 
mérozoïtes. La cellule infectée éclate (entrainant des lésions puis des symptômes) et 
libère les mérozoïtes qui envahissent les cellules environnantes. 
 
- Gamogonie : après plusieurs cycles de schizogonies, les mérozoïtes pénètrent dans 
des cellules épithéliales et donnent naissance à des macrogamontes (qui donneront 
des macrogamètes femelles) et des microgamontes (qui donneront des microgamètes 
mâles motiles et munis de flagelles). Les microgamètes mâles sont libérés du 
microgamonte et vont féconder les macrogamètes femelles. Le zygote résultant de la 
Figure 1 : Cycle biologique d'Eimeria source : 
http://eimeria.chez-alice.fr/cycle.html 
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fusion des noyaux s’entoure d’une coque pour évoluer vers l’oocyste qui est libéré 
dans le milieu extérieur avec les fèces. 
iii. Tableau clinique 
L’intensité des signes cliniques est proportionnelle au nombre de cellules épithéliales 
lésées, c’est-à-dire au nombre de parasites en évolution mais également à la capacité de l’hôte 
à remplacer les cellules lésées. Si cette dernière est dépassée, on aura un défaut d’absorption 
et des hémorragies intestinales. Lors de coccidiose clinique, on peut observer une diarrhée 
teintée de sang et/ou mucoïde, une anémie, une hypoprotéinémie, une baisse d’appétit, un 
plumage ébouriffé, une chute de ponte…  Ces symptômes semblent assez similaires quelques 
soient les espèces hôtes (Clyde, Pattons 1996; Morrisey 1999; Smith 1996) 
L’apparition des signes cliniques est dépendante de nombreux facteurs dont bien sûr 
l’intensité de l’infestation mais également l’espèce d’Eimeria (certaines espèces sont très 
pathogènes, d’autres beaucoup moins), le stress, une infection concomitante par un autre 
agent pathogène (bactérie, virus ou parasite), l’âge (les jeunes sont plus sensibles que les 
adultes). 
A l’histologie, on observe une paroi intestinale épaissie, une production de mucus 
excessive et une réponse inflammatoire lymphoplasmocytaire et histiocytaire (Schmidt 1999). 
iv. Diagnostic 
Le diagnostic se base sur la détection d’oocystes dans les fèces et la présence de signes 
cliniques.  En effet, l’intensité de l’excrétion n’est pas proportionnelle à l’intensité des lésions 
et la présence d’oocystes dans les fientes n’est pas synonyme de coccidiose. 
L’examen des fèces peut se faire directement, ou après 
flottation au chlorure de sodium ou au sulfate de zinc. Pour 
identifier les espèces de coccidie il faut qu’il y ait sporulation des 
oocystes. Pour cela, les matières fécales sont placées dans une 
solution de dichromate de potassium à température ambiante et 
ce mélange est observé quotidiennement au microscope jusqu’à 
sporulation. Figure 2 : oocyste de coccidie. 
observé après flottation totale au 
NaCl sur un Paon (Pavo cristatus) 
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Il a été montré sur des perdrix que l’excrétion d’oocystes était plus importante en  fin d’après-
midi. Cela a également été montré chez des espèces d’Isospora infestant des Passeriformes 
(Schrenzel et al. 2005). Cela pourrait être pris en compte lors d’échantillonnage d’oiseaux 
vivant en plein air et étant donc soumis à la lumière naturelle. 
Tableau 2 : Taille des oocystes d'Eimeria et localisation des lésions (Parasitic diseases of wild birds, 2008 ; Les maladies des 
volailles, 2012)  
ESPECE 
D’EIMERIA 
HOTE TAILLE DE 
L’OOCYSTE 
SITE D’INFECTION 
E. acervulina Poules/Poulets 18 x 14µm Intestin grêle proximal 
E. brunetti Poules/Poulets 26 x 22µm Intestin grêle et gros 
intestin 
E. maxima Poules/Poulets 30 x 20µm Intestin grêle 
E. mitis Poules/Poulets 16 x 15µm Intestin grêle et gros 
intestin 
E. necatrix Poules/Poulets 20 x 17µm Intestin grêle, caecum 
E. praecox Poules/Poulets 21 x 17µm Intestin grêle 
E. tenella Poules/Poulets 23 x 19µm Caecum 
E. adenoides Dindes 25 x 16µm Intestin grêle et gros 
intestin 
E. dispersa Dindes 26 x 21µm Intestin grêle proximal 
E. meleagridis Dindes 24 x 18µm Caecum 
E. 
meleagrimitis 
Dindes 19 x 16µm Intestin grêle proximal 
E. gallopavonis Dindes 26 x 21µm Intestin grêle et gros 
intestin 
E. innocua Dindes 22 x 21µm Intestin grêle 
E. subrotunda Dindes 22 x 20µm Intestin grêle 
 
v. Contrôle 
Il existe des vaccins anticoccidiens utilisés en élevage aviaire chez le poulet. 
Néanmoins, les espèces d’Eimeria sont très différentes d’une espèce d’oiseau à l’autre. Il est 
donc illusoire de vouloir mettre en place ce dispositif préventif pour toutes les espèces 
d’oiseaux dans les parcs zoologiques. 
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Le tableau ci-dessous récapitule les caractéristiques des principaux traitements 
anticoccidiens  efficaces sur les Eimeria préconisés pour les oiseaux de compagnie :  
Tableau 3 : Traitements anticoccidiens (Carpenter 2012)(Clyde, Pattons 1996) 
MOLECULE NOM 
DEPOSE 
POSOLOGIE VOIE 
D’ADMINISTRATION 
PARTICULARITES 
Amprolium Nemaprol® 50-100 mg/L d’eau 
pendant 5 jours 
PO Coccidiostatique 
Clazuril Appertex® 5-7 mg/kg/24h 
pendant 3 jours 
PO  
Monensin Elancoban® 
Rumensin® 
100-400 ppm dans 
aliment 
PO  
Sulfadimethoxine Amidurene® 50 mg/kg/24h 
pendant 5 jours 
PO Nephrotoxique 
Sulfadimidine Volacrine 
Sulfa® 
150 mg/L d’eau PO  
Sulfaquinoxaline Volacrine® 75 mg/kg soit 15 
mL/L d’eau 
pendant 3 jours 
PO Nephrotoxique 
1/3 de dose en 
préventif 
Toltrazuril Baycox® 
2,5% 
7 mg/kg/24h 
pendant 2 jours 
PO, SC, IM Nephrotoxique 
Risque de 
vomissements 
chez aras 
Triméthoprime/ 
Sulfadimethoxine 
Biaprim® 1 mL/L d’eau 
pendant 5 jours 
PO Nephrotoxique 
 
2. Isospora  
Les Isospora sont également des agents de coccidioses, proches des Eimeria.  
i. Epidémiologie 
Environ 140 espèces d’Isospora à tropisme digestif ont été recensées chez les oiseaux 
(certaines espèces d’Isospora sont des parasites sanguins). Cette coccidiose est décrite sur 
l’ensemble des continents. Comme les Eimeria, les Isospora possèdent une grande spécificité 
d’hôte (Schrenzel et al. 2005). 
ii. Cycle biologique 
Le cycle biologique d’Isospora est semblable à celui d’Eimeria. Une différence notable 
est néanmoins à noter lors de la sporulation : chez Isospora, l’oocyste sporulé contient 2 
sporocystes contenant chacun 4 sporozoïtes. 
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iii. Tableau clinique 
Les signes cliniques sont semblables à ceux évoqués pour les Eimeria. 
iv. Diagnostic 
Le diagnostic se fait par analyse coproscopique. Les oocystes sont ronds à ovales avec 
un diamètre compris entre 20 et 26 µm selon les espèces. La phase de sporulation décrite 
pour Eimeria est également nécessaire pour d’une part différencier ces 2 coccidies et d’autre 
part pour tenter de déterminer l’espèce d’Isospora.  
v. Traitement 
Il n’existe pas de traitement spécifique pour Isospora, le traitement général des 
coccidioses est donc recommandé (cf I.1.5). 
II. Helminthes 
Les Oiseaux sont les hôtes de nombreux helminthes qui se développent à différents 
niveaux du tractus digestif mais aussi de l’appareil respiratoire. Les principaux helminthes des 
Oiseaux sont présentés dans le tableau suivant : 
Tableau 4 : Localisation anatomique des principaux helminthes des Oiseaux 
PORTION DU TUBE DIGESTIF PARASITE 
ŒSOPHAGE – JABOT Capillaria 
PROVENTRICULE Ascaridia, Tetrameres, 
INTESTIN GRELE Ascaridia, Capillaria, Trichostrongylus, 
Porrocaecum 
CAECUM Hétérakis, Capillaria, Trichostrongylus 
TRACHEE Syngamus 
 
1. Parasites de l’œsophage et du jabot : Capillaria 
Les Capillaria sont les seuls helminthes retrouvés au niveau de l’œsophage et du 
jabot chez les Oiseaux. Il existe d’autres affections parasitaires du jabot, notamment la 
trichomonose qui est due à un protozoaire.  
Les Capillaria sont des parasites qui appartiennent à la famille des Trichuridae.  La 
capillariose est une maladie qui touche les volailles d’élevage, les espèces de parasites 
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retrouvés chez ces animaux sont donc les plus étudiées étant donné leur importance 
économique.   
i. Epidémiologie 
La plupart des espèces de Capillaria ne sont pas spécifiques et sont décrites chez 
plusieurs espèces d’oiseaux. Certaines espèces peuvent même infester des hôtes appartenant 
à des genres différents. Compte tenu du large spectre d’hôte de ces parasites, on les retrouve 
sur toute la planète. 
Les principales espèces de Capillaria sont : 
Tableau 5 : Espèces de Capillaria, spectres d'hôtes et répartition géographique ((Guérin, Balloy, Villate 2012; Atkinson, 
Thomas, Hunter 2008) 
Parasite Hôtes définitifs Répartition géographique 
Capillaria annulata Poules, dindes, faisans et gallinacés sauvages Europe, Amérique et 
Asie 
Capillaria bursata Poules, dindes et faisans Europe et en Amérique. 
Capillaria contorta Canards, oies, dindes et nombreux oiseaux 
sauvages 
Cosmopolite 
Capillaria caudinflata Canards, oies, dindes, pigeons et nombreux 
oiseaux sauvages 
Europe, Asie et 
Amérique 
Capillaria obsignata Canards, oies,  dindes et nombreux oiseaux 
sauvages 
Cosmopolite 
Capillaria anatis Canards et oies (dindes, poules et Passeriformes) Cosmopolite 
 
La présence de Capillarinae a également été décrite chez les Strigiformes, les 
Rhéiformes (Ferrer et al. 2004), les Psittaciformes (Morrisey 1999), les Accipitriformes et les 
Falconiformes (Smith 1996). 
ii. Cycle biologique 
Les œufs sont émis dans les fèces et la larve L1 se forme en 9 à 14 jours. Pour les 
Capillaria à cycle direct (C. obsignata, C. anatis), l’œuf embryonné contenant L1 est alors 
infestant. D’autres Capillaria (C. contorta, C. longicollis, C. caudi inflata) ont des cycles dixènes 
faisant intervenir un ver de terre qui ingère l’œuf, libérant ainsi la larve qui migre alors dans 
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les tissus du lombric. Pour que le cycle continue, le ver de terre doit ensuite être ingéré par 
l’hôte définitif. 
Une fois ingérée par l’oiseau, la larve infestante gagne la partie du tube digestif dans 
laquelle elle peut poursuivre son développement. Cette localisation diffère selon l’espèce de 
Capillaria (cf tableau 6). La suite du développement se déroule ensuite soit entièrement dans 
la lumière de la partie du tube digestif concernée, soit dans la paroi du tube digestif dans un 
premier temps avant de se terminer dans la lumière (Guérin, Balloy, Villate 2012). 
Tableau 6 : Localisations des adultes et périodes prépatentes de différentes espèces de Capillaria. 
PARASITE LOCALISATION DES ADULTES PERIODE PREPATENTE 
Capillaria annulata muqueuse du jabot et de 
l’œsophage 
2 à 4 semaines 
Capillaria bursata intestin grêle 3 à 4 semaines 
Capillaria contorta jabot et œsophage 6 à 8 semaines 
Capillaria 
caudinflata 
intestin grêle 3 à 4 semaines 
Capillaria obsignata intestin grêle 3 à 4 semaines 
Capillaria anatis caecum 4 semaines 
 
iii. Tableau clinique 
La clinique dépend de la localisation du parasite et les symptômes suivants 
n’apparaissent souvent que chez les jeunes ou en cas de forte infestation. 
En cas d’infestation au niveau de la cavité buccale (décrite notamment chez les 
Psittaciformes (Morrisey 1999) et les rapaces (Smith 1996)) les lésions décrites sont des 
masses inflammatoires, une inflammation hémorragique de la commissure du bec, une 
exsudation et la présence de plaques fibrino-nécrotiques de couleur jaune. 
Au niveau du jabot, on peut observer une indigestion ingluviale qui est un retard de 
vidange du jabot qui reste rempli d’aliments et de gaz. Cela s’accompagne de régurgitations 
et de dysorexie voire d’anorexie (Guérin, Balloy, Villate 2012) 
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Si la localisation est intestinale, les signes sont peu spécifiques et on peut observer une 
diarrhée souvent hémorragique renfermant des débris épithéliaux accompagnée d’un 
amaigrissement. A l’autopsie, l’intestin apparait crénelé et sa paroi est épaissie, rouge avec 
des petites hémorragies et des ulcérations. 
Les lésions post-mortem peuvent induire l’opérateur en erreur du fait de leur 
ressemblance avec la trichomonose qui provoque également de l’inflammation, de l’œdème 
et de l’exsudation au niveau du tube digestif. 
A noter également que l’agression de la paroi du tube digestif par les Capillaria peut 
être une porte d’entrée pour des virus ou des bactéries à tropisme digestif.  
iv. Diagnostic 
Le diagnostic peut se faire par 
observation des parasites adultes, mais ceux-ci 
sont très fins, il faut donc utiliser une loupe 
binoculaire. Si l’infestation a lieu au niveau du 
jabot, il est possible de réaliser un lavage de 
jabot pour tenter d’observer les parasites 
adultes. Ceux-ci mesurent de 1 à 3 cm de long et 
0,1 mm de diamètre (Guérin, Balloy, Villate 
2012). 
Le diagnostic peut également se faire par coproscopie. Les œufs ovales mesurent 45-
55µm de long pour 25-28µm de large et contiennent une seule cellule jaunâtre. Ils sont très 
reconnaissables à leurs bouchons polaires aplatis à chaque pôle. 
v. Traitement 
Le traitement détaillé ci-après est valable pour toutes les helminthoses dues à des 
Nématodes. 
La voie de transmission des Capillaria est oro-fécale, ainsi, l’hygiène et le nettoyage 
des nourrisseurs et des abreuvoirs sont indispensables dans la prévention des infestations. 
Néanmoins, étant donné le comportement alimentaire des certaines espèces d’oiseaux et la 
Figure 3 : oeufs de Capillaria observés par analyse 
coproscopique (flottation totale)  chez un ara bleu (ara 
ararauna) à gauche et un toucan vitellin (Ramphastos vitellinus) 
à droite 
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présence d’hôtes intermédiaires pour certaines espèces ou d’hôtes paraténiques, il reste très 
compliqué voire illusoire d’assainir l’environnement dans le cadre des parcs animaliers et des 
zoos. 
Le fenbendazole est utilisé chez les poules pondeuses mélangé dans l’aliment à la dose 
de  30 ppm pendant 5 jours ou 80 ppm pendant 3 jours en cas de capillariose. On observe 
alors une réduction du parasitisme de 92,3 à 99,3% (Brandão, Beaufrère 2013). 
Chez les faisans et les perdrix, une dose de fenbendazole de 30 ppm a été administrée 
pendant 5 jours, provoquant une baisse du parasitisme de presque 100% (Kirsch 1984). Une 
autre étude a montré qu’on avait cette même réduction du nombre d’œufs avec l’albendazole 
mais pas de réduction du nombre d’adultes, ce qui laisse penser que l’albendazole limite la 
reproduction des adultes mais pas le niveau infestation (Villanúa et al. 2007) 
Chez les pigeons,  l’albendazole ou le fenbendazole peuvent être employés à 33mg/kg 
dans l’eau de boisson pendant 3 jours avec une efficacité de 66% et 71% respectivement sur 
l’infestation parasitaire. Un risque de toxicité est à noter avec le fenbendazole. En effet,  un 
traitement de 5 jours à 30mg/kg sur 12  de ces oiseaux a entrainé la mort de huit d’entre eux 
(Howard et al. 2002).  Cette toxicité a aussi été démontrée sur des vautours traités avec 47 à 
60 mg/kg (Smith 1996). La sensibilité aux  benzimidazoles semble donc être très espèce-
dépendante et le risque de toxicité est important chez beaucoup d’espèces. Ce sont donc des 
molécules à utiliser avec précautions. 
Les données ci-après concernent les molécules et leur nom déposé ainsi que leur 
posologie recommandés pour les oiseaux de compagnie (Psittaciformes et Passeriformes 
principalement) : 
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Tableau 7 : Principaux anthelminthiques pouvant être utilisés sur les oiseaux de cage et de volière (Exotic Animal Formulary, 
2012, Dictionnaire pratique de thérapeutique chien, chat et NAC, 2010) 
Molécule Nom déposé Voie 
d’administ
ration 
Posologie Particularités 
Fenbendazole Panacur® 2,5% PO 20-50 mg/kg 2 fois à 10 
jours d’intervalle 
5-20 mg/kg/j pendant 3-5 
jours 
120 mg/L d’eau pendant 5 
jours 
Dangereux chez 
canari, petits 
exotiques et 
perruche ondulée 
Pipérazine Oceverm® PO 100-200mg/kg 2 fois à 15 
jours d’intervalle 
Ne pas utiliser en 
période de 
reproduction 
Lévamisole Aquaverm® 
Capisol® 
Biaminthic® 
PO 15-20 mg/kg 2 fois à 15 
jours d’intervalle 
100-200 mg/L d’eau 2 fois 
à 15 jours d’intervalle 
(pour Passériformes) 
Proscrire chez les 
loris et les oiseaux 
affaiblis.  
Pamoate de 
Pyrantel 
Strongid® PO 4-5 mg/kg 2 fois à 15 jours 
d’intervalle 
 
Ivermectine Ivomec® (10 
mg/mL) 
Spot-on 
(face 
interne de 
la 
membrane 
alaire), PO, 
IM 
200 µg/kg 2-3 fois à 10-15 
jours d’intervalle 
Aussi efficace contre 
les parasites 
externes 
Mebendazole Telmin® KH PO 20-25 mg/kg/12h pendant 
5 jours 
10 mg/kg/12h pendant 5 
jours pour les 
Passériformes 
Toxicité rapportée 
chez Psittacidés, 
pigeons et 
Fringillidés. 
Entérite nécrosante 
chez pingouins, 
pélicans et 
cormorans 
Thiabendazole Thibenzole® 
Nemapan® 
PO 250-500 mg/kg 2 fois à 15 
jours d’intervalle 
100 mg/kg/24h pendant 
7-10 jours 
Eviter chez canards, 
grues et autruches : 
risque 
d’hypotension, 
hyperglycémie, 
cristallurie et 
leucopénie. 
Tétramisole + 
niclosamide 
Teniverm® PO 1 cp/500-700 g 2 fois à 15 
jours d’intervalle 
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2. Parasites du proventricule : Tetrameres 
Les Tetrameres sont des parasites que l’on retrouve majoritairement dans le 
proventricule. Les Ascaridia se retrouvent principalement dans l’intestin grêle (et seront 
présentés plus tard) mais ils peuvent également faire leur cycle dans le proventricule des 
Oiseaux. 
i. Epidémiologie 
Les Tetrameres sont des parasites de l’ordre des Spirurida et de la famille des 
Tetrameridae qui infestent généralement les oiseaux aquatiques (Ansériformes, Ardéiformes, 
Gruiformes, Charadriiformes…) mais également décrits chez des espèces exclusivement 
terrestres (Passerfiformes, Psittaciformes (González-Heina et al. 2012), Strigiformes, 
Accipitriformes… (Smith 1996; Ferrer et al. 2004)). Ils ont été retrouvés chez près de 300 
espèces d’oiseaux appartenant à 20 ordres différents (Atkinson, Thomas, Hunter 2008) Ils 
déroulent leur cycle dans le proventricule de ces oiseaux. 
L’espèce la plus décrite est cosmopolite, T. fissipina, parasite des canards et des oies 
principalement. 
ii. Cycle biologique 
Les femelles adultes pondent des œufs qui sont embryonnés après émission dans les 
fèces de l’oiseau. Ceux-ci sont ensuite ingérés par un hôte intermédiaire, le plus souvent un 
crustacé (Gammarus lacustris, Gammarus pulex, Daphnia pulex…) mais qui peut aussi être un 
coléoptère ou un orthoptère. Une fois ingéré, l’œuf éclot et évolue jusqu’au stade L3 en 
environ 7 semaines. L’oiseau s’infecte en mangeant cet hôte intermédiaire, libérant ainsi les 
larves qui rejoignent le proventricule en moins de 24h. Là, elles continuent leur 
développement jusqu’au stade adulte en 6 à 8 semaines puis s’enfoncent dans les glandes du 
proventricule. Mâles et femelles ont un dimorphisme sexuel très marqué et après copulation, 
les mâles rejoignent la lumière du proventricule et meurent, les femelles s’enfoncent dans les 
cryptes glandulaires de l’organe (Kamil et al. 2011). 
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iii. Tableau clinique 
L’infestation passe souvent inaperçue. Les signes cliniques en cas d’infestation massive 
sont peu spécifiques : faiblesse, perte d’appétit, diarrhée, fonte musculaire… 
L’histopathologie au niveau du proventricule montre une atrophie voire une nécrose 
des glandes avec une perte des acini mais très peu d’inflammation. 
Une étude sur des canards de la vallée du Kashmir (Inde) rapporte une forte mortalité 
brutale (jusqu’à 45%) des animaux de plusieurs élevages en 10 jours, due à une entérite virale 
(Herpesvirus). Des autopsies ont été réalisées sur 75 canards et sur ceux-ci, la prévalence de 
Tetrameres fissispina était de 54,5%. Les auteurs évoquent alors le rôle probable de ce 
parasite dans la prédisposition de ces canards à l’infection virale (Kamil et al. 2011). 
iv. Diagnostic 
Le diagnostic peut se faire par examen post-mortem du 
proventricule sur lequel on observe alors des petits foyers surélevés 
rouges foncés. En pressant la paroi du proventricule, on peut faire 
sortir les femelles de ces foyers. 
Sur un animal vivant, on peut réaliser une endoscopie afin 
d’aller observer la paroi du proventricule. 
 
Le diagnostic coproscopique est également possible. Les 
œufs de Tetrameres sont embryonnés (embryon vermiforme) et 
mesurent 48-55 µm de longeur sur 25-30 µm de largeur avec des pôles légèrement  inégaux.  
 
v. Traitement 
Cf. II-1-v. 
 
 
Figure 4 : oeuf de 
Tetrameres spp. observé sur 
une Amazone à front bleu 
(Amazona aestiva) 
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3. Parasites de l’intestin grêle 
i. Ascaridia  
Les Ascaridia appartiennent au genre Ascaridida. A. galli est un parasite présent en 
élevage avicole et est donc largement documenté du fait de l’impact économique qu’il peut 
avoir. La plupart des données suivantes concernent donc cette espèce d’Ascaridia  et des 
différences notamment de durée des étapes du cycle sont possibles pour les autres espèces. 
a. Epidémiologie 
Ces parasites ont été décrits chez  au moins 139 espèces d’oiseaux répartis sur toute 
la planète (exception faite de l’Antarctique). On recense plus de 40 espèces d’Ascaridia 
pouvant infester les oiseaux ; certaines de ces espèces sont spécifiques d’une espèce 
d’oiseaux alors que d’autres ont un spectre d’hôtes plus large (Atkinson, Thomas, Hunter 
2008) 
b. Cycle biologique 
La larve L2 se forme  7 à 21 jours après émission des œufs dans les matières fécales, et 
l’optimum de température pour son développement se situe autour de 30°C (Tarbiat, Jansson, 
Höglund 2015). L’utilisation d’un lombric comme hôte paraténique est rare mais possible pour 
les Ascaridia. La plupart du temps, les œufs ne restent que brièvement dans le ver de terre 
dont ils se servent uniquement comme « transporteur », et sont redéposés à même le sol. Ces 
œufs peuvent rester infectant jusqu’à 136 semaines si la température reste inférieure à 57°C, 
température létale pour les œufs. 
Une fois ingérés par l’oiseau, les œufs embryonnés d’A. galli éclosent au niveau du 
proventricule ou de la partie proximale de l’intestin grêle. Les larves vivent alors environ 9 
jours dans la lumière du duodénum ou du jéjunum. Ensuite elles pénètrent dans la muqueuse 
où elles restent 17 jours avant de retourner dans la lumière pour finir leur développement 
jusqu’au stade d’adulte. Cette phase de maturation a une durée différente selon l’espèce du 
parasite. Elle va durer 35 à 40 jours  pour A. columbae chez le pigeon biset (Columba livia) 
contre seulement 28 à 30 jours pour A. galli et A. dissimilis (parasite de la dinde, Melleagris 
gallopavo) 
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Des localisations erratiques ont été décrites, notamment au niveau du foie chez le 
pigeon (Wehr, Shalkop 1963). 
c. Tableau clinique 
Le  tableau clinique est peu caractéristique : faiblesse, perte de poids, retard de 
croissance chez les jeunes, diarrhée, anorexie (Clyde, Pattons 1996). 
En cas d’infestation massive, on peut observer une obstruction voire une perforation 
de l’intestin grêle, notamment décrite chez le grand-duc d’Amérique (Bubo virginianus) (Smith 
1996). 
d. Diagnostic 
A l’autopsie, l’observation d’Ascaridia adultes se fait à 
l’œil nu puisque les parasites mesurent de 16 à 120 mm de long 
pour 600 µm à 1,5 mm de diamètre (les mâles sont plus petits 
que les femelles) et se situent dans l’intestin grêle. Les lésions 
macroscopiques et microscopiques pouvant être associées 
sont un œdème de la muqueuse, une hyperémie, des 
hémorragies, une destruction des villosités, une dilatation des 
cryptes de Lieberkühn et une infiltration par des éosinophiles et 
des cellules lymphoïdes. 
Le diagnostic peut également se faire par coproscopie. 
Les œufs d’Ascaridia sont semblables à ceux d’Heterakis mais présentent des parois latérales 
convexes. 
e. Traitement 
Cf II-1-v. 
 
 
 
 
Figure 5: oeuf d'Ascaridia observé par 
analyse coproscopique (flottation totale) 
chez une amazone à front bleu 
(Amazona aestiva) 
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ii. Trichostrongylus  
Ces parasites appartiennent à la superfamille des Trichostrongyloidae. Ce sont des vers  
de l’intestin grêle et du caecum des oiseaux. 
a. Epidémiologie 
T. tenuis est le principal parasite des oiseaux appartenant à cette famille. C’est un ver 
allongé, capillaire, mesurant de 6 à 11 mm de long sur 50 à 100 µm de diamètre. Il vit dans le 
caecum de nombreuses espèces d’oiseaux, domestiques ou sauvages.  T. cramae  a également 
été décrit chez les oiseaux. La répartition de ces parasites est mondiale. 
T. tenuis a été un modèle d’étude de la dynamique hôte-parasite en termes de 
régulation d’une population hôte par des parasites, étude portée sur le lagopède d’Ecosse 
(Lagopus lagopus) au Royaume-Uni. Chez cet oiseau de gibier, la prévalence de T. tenuis est 
de presque 100%. Quand la population de lagopède croit, la pression parasitaire augmente et 
l’infestation jusqu’alors cliniquement inapparente devient pathologique voire mortelle, 
régulant ainsi les effectifs d’oiseaux (Borgsteede 1996; Martínez-Padilla et al. 2014). 
b. Cycle biologique 
Le cycle biologique est monoxène, ce qui explique en partie la large répartition 
géographique du parasite, et aucun hôte paraténique n’est connu. Une fois émis dans les 
fèces, les œufs éclosent en 36 à 48h donnant une L1 qui évolue en L2 36 à 48h plus tard. La 
larve L3 infectante est formée 8 à 16 jours plus tard, protégée par l’exuvie de la L2. Tous les 
stades précédemment évoqués sont sensibles à la dessiccation et au froid (mortalité de 100% 
quand la température est inférieure à -15 °C). Quelques jours après l’ingestion de la L3 par 
l’hôte définitif, celle-ci rejoint la muqueuse de l’intestin grêle ou du caecum et  y continue son 
développement soit immédiatement en L4, soit en marquant une période d’hypobiose avant 
de reprendre son développement vers le printemps, période durant laquelle les températures 
sont plus favorables à la survie des premiers stades larvaires dans le milieu extérieur. 
c. Tableau clinique 
En cas d’infestation massive, les oiseaux peuvent mourir de typhlite hémorragique 
accompagnée d’une diarrhée. Pour les oiseaux vivant en plein air, on peut observer des pics 
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d’expression clinique au printemps, en relation avec la période d’hypobiose évoquée 
précédemment. 
d. Diagnostic 
Les vers adultes peuvent être observés dans la lumière des 
caeca mais l’observation du contenu doit être réalisée à la loupe 
binoculaire en raison de la taille des vers. 
Lors de coproscopies, on peut observer des œufs d’environ 
50-75 µm de longueur sur 25-30 µm de largeur contenant une 
morula n’emplissant pas tout l’espace délimité par la coque de 
l’oeuf et des pôles légèrement inégaux. 
Le nombre d’œufs serait un bon indicateur du nombre 
d’adultes présents. Néanmoins, l’impact sur la santé des oiseaux 
ne serait significatif que lors d’infestation massive (plusieurs milliers d’adultes chez le 
lagopède)(Seivwright et al. 2004). 
e. Traitement 
Cf II-1-v. 
 
iii. Porrocaecum 
Les Porrocaecum sont des Nématodes de la famille des Toxocaridae.  
Ce sont des parasites cosmopolites dont les hôtes définitifs sont principalement les 
oiseaux de proie (Parasitic diseases of wild birds 2008 ; Smith 1996 ; Santoro et al. 2010) mais 
ils ont également été décrits chez des Ciconiiformes et des Gruiformes (Papini et al. 2012).  
Les parasites adultes sont Les parasites adultes mesurent 23 à 80 mm selon l’espèce et 
le sexe et vivent dans l’intestin grêle de leur hôte. Le cycle biologique des Porrocaecum fait 
intervenir un lombric comme hôte intermédiaire qui sera ensuite ingéré par l’oiseau. Certaines 
espèces de Porrocaecum (P. depressum, P. angusticolle) utilisent des petits mammifères 
comme hôtes paraténiques. Ceux-ci sont ensuite ingérés par l’oiseau de proie. 
Figure 6 : oeufs de 
Trichostrongylus spp. observés 
chez des émeus (Dromaius 
novaehollandiae) 
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4. Parasites du caecum : Heterakis 
Plusieurs parasites présentés précédemment peuvent également effectuer leur cycle 
dans le caecum des Oiseaux (Capillaria, Trichostrongylus). C’est par contre la localisation 
préférentielle des Heterakis, qui sont des parasites de l’ordre des Ascaridida. 
i. Epidémiologie 
Heterakis spp. a été décrit chez pas moins de 107 espèces  d’oiseaux appartenant à 11 
ordres différents et a été observé sur tous les continents (sauf l’Antarctique) (Parasitic Disease 
of Wild Birds, 2008). Certaines espèces du genre Heterakis sont cosmopolites et se retrouvent 
sur plusieurs hôtes et plusieurs continents (Heterakis dispar [Ansériformes], H. gallinarum 
[Galliformes]), alors que d’autres espèces sont restreintes géographiquement (Heterakis 
pavonis au Japon par exemple) ou présentent un spectre d’hôtes réduit (Heterakis kurilensis 
chez les Alcidae par exemple). Près de 29 espèces d’Heterakis ont été décrites chez les oiseaux 
(Parasitic Disease of Wild Birds, 2008). 
Heterakis gallinarum est sans doute l’espèce la plus décrite du fait de son importance 
économique au sein de l’élevage avicole. 
ii. Cycle biologique 
Les Heterakis  adultes se trouvent dans le caecum des 
oiseaux (1). Les femelles d’Heterakis gravides pondent des 
œufs (2) non embryonnés qui sont éliminés lors de vidanges 
caecales (Daş et al. 2011). La larve infectante L2 est formée (3) 
après une période de 7 à 17 jours, selon les conditions 
environnementales (l’optimum thermique se situe entre 18 et 
33°C pour H. gallinarum). Les œufs peuvent survivre très 
longtemps dans l’environnement, ainsi, Farr (1961) a rapporté 
une survie de 229 semaines (soit plus de 4 ans)  pour ces œufs. 
Pour H. gallinarum, le cycle peut ensuite se poursuivre 
de façon directe ou indirecte (4). S’il est direct, l’oiseau se contamine en ingérant des œufs 
Figure 7 : Cycle biologique d’Heterakis 
source : 
http://www.thepoultrysite.com/diseaseinf
o/20/caecal-worm 
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embryonnés et la larve L2 est libérée dans le tube digestif de l’hôte par digestion de la paroi 
de l’œuf. S’il est indirect, l’œuf embryonné est ingéré par des lombrics (décrit chez Lombricus 
terrestris, Allolobophora caliginosa et Eisenia foetida) et l’oiseau ce contamine en mangeant 
cet hôte qui est un hôte paraténique puisque l’œuf éclot dans le ver et la larve L2 est alors 
libérée. La suite de son développement est par contre impossible au sein du lombric. 
Après ingestion, la larve migre jusqu’au caecum en environ 24 heure où elle continue 
son développement dans la muqueuse pendant environ 3 jours  puis rejoint la lumière caecale 
où elle atteint le stade adulte en environ 12 jours. Il faudra encore 24 à 36 jours à la femelle 
pour devenir mature. Suite à une infestation expérimentale par des œufs embryonnés d’H. 
gallinarum sur des jeunes poulets (Gallus gallus) sains, il a été montré qu’aucun œuf 
d’Heterakis n’a été retrouvé dans les matières fécales avant le 35ième jour post-infection (Daş 
et al. 2011), ce qui correspond à la période prépatente du cycle du parasite. 
Une petite différence dans le cycle d’H. isolonche est à noter : la larve L2 effectue son 
développement jusqu’au stade d’adulte au sein de la muqueuse. 
iii. Tableau clinique et pathogénie 
Les signes cliniques sont relativement peu spécifiques : faiblesse, amaigrissement,  
diarrhée, dyspnée…  
Les faisans semblent être particulièrement sensibles à l’infestation par les Hétérakidés 
chez qui l’examen post-mortem révèle alors des nodules inflammatoires au niveau du caecum, 
avec congestion, amincissement de la paroi et présence de pétéchies sur la muqueuse 
(Menezes et al. 2003). 
H. gallinarum est également hôte paraténique du protozoaire Histomonas meleagridis, 
agent de l’histomonose, à laquelle sont sensibles les Galliformes et particulièrement le dindon. 
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iv. Diagnostic 
Le diagnostic de certitude se fait par l’observation directe 
des parasites adultes, qui sont des vers de 0,5 à 3 cm de long sur 
300 à 500 µm de diamètre, présents dans le caecum. Les lésions 
associées sont une typhlite nodulaire comme décrite 
précédemment chez les faisans. 
Le diagnostic peut également se faire par examen 
coproscopique. Les œufs d’Heterakis mesurent 65 à 70 µm de long 
pour 35 à 50 µm de large, sont non embryonnés, non operculés et 
non segmentés et renferment au plus 2 blastomères (le plus 
souvent une cellule unique granuleuse donnant une apparence de 
masse homogène). La coque est ovalaire et épaisse. Ces œufs ressemblent fortement aux 
œufs d’Ascaridia mais les côtés de ces derniers sont légèrement bombés alors que ceux 
d’Heterakis sont quasiment parallèles. 
L’étude de Das et al. (2011) sur l’infestation expérimentale des poulets a montré qu’il 
existait une corrélation entre le nombre d’œufs par gramme de matière fécale mesuré lors 
d’analyse coproscopique et le nombre de vers adultes présents dans le tube digestif. L’analyse 
coproscopique semble donc être un bon reflet du niveau d’infestation parasitaire concernant 
Heterakis, au moins chez le poulet. 
v. Traitement 
Cf II-1-v. 
 
5. Parasites de la trachée : Syngamus 
Les Syngamus sont des vers trachéaux de l’ordre des Strongylida et de la famille des 
Syngamidae. L’espèce la plus courante est S. trachea. 
 
Figure 8 : oeuf d'Heterakis  
observé par analyse 
coproscopique (flottation totale) 
chez une poule (Gallus gallus) 
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i. Epidémiologie 
Les syngames sont des parasites cosmopolites mais la plupart des études le concernant 
ont été menées en Europe et en Amérique du Nord. Les espèces infestées sont assez variées, 
mais ont en commun de se nourrir au sol (galliformes, ratites…) (Narayanan et al. 2014; 
Guérin, Balloy, Villate 2012) en mangeant soit des éléments végétaux (graines, racines), soit 
des petits invertébrés. Ils ont également été décrits chez les rapaces (Strigiformes, 
Falconiformes et Accipitriformes) (Smith 1996). 
Une étude (Gethings et al., 2015) a cherché à identifier les principaux facteurs spatio-
temporels influençant l’infestation par S. trachea des oiseaux de gibier logés dans des volières 
en vue d’être relâchés. Ce travail s’est notamment intéressé aux nombres d’œufs et de larves 
de S. trachea observés par mètre carré de sol en fonction de nombreux paramètres.  La 
température et l’humidité du sol, la densité d’oiseaux d’hébergés ainsi que la durée durant 
laquelle a été utilisé l’enclos sont les principaux facteurs influençant la survie et l’abondance 
des œufs et des larves de ces parasites mais aussi leur évolution et l’infestation des oiseaux.  
ii. Cycle biologique 
Les vers adultes se trouvent au niveau 
de la trachée des oiseaux, où les femelles 
pondent leurs œufs (F). Après un épisode de 
toux, les œufs se retrouvent dans la cavité 
buccale et sont ensuite avalés avant d’être 
émis dans le milieu extérieur via les fèces. Les 
œufs évoluent pour atteindre le stade 
infestant (larve de stade 3) en 7 jours (si le 
cycle se déroule à la température optimale de 
29°C) en 42 jours pour une température de 
17°C. La larve L3 est infestante pour un 
nouvel hôte qu’elle soit libre dans le milieu 
extérieur ou protégée par la paroi de l’œuf initialement excrété. L’hôte peut ensuite s’infester 
soit par ingestion directe de la larve L3 (B), soit par ingestion d’un hôte paraténique 
(invertébré) (C) qui a préalablement ingéré la larve L3. 
Figure 9 : cycle biologique de Syngamus trachea ; source : 
http://nematode2011.wikispaces.com 
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Après ingestion, les larves traversent la barrière intestinale (D), passent dans la 
circulation sanguine et migrent par cette voie jusqu’aux poumons (E). Elles se retrouvent dans 
la trachée 7 à 11 jours post-infestation. 
iii. Tableau clinique 
Les faisans semblent être particulièrement sensibles à S. trachea et les signes cliniques 
ont été largement décrits chez ces espèces ainsi que chez les volailles d’élevage.  
Les jeunes oiseaux peuvent développer des pneumonies secondairement aux 
migrations larvaires. La présence de parasites adultes dans la trachée peut être à l’origine 
d’une toux chronique chez les adultes et en cas d’abondance des parasites, l’obstruction des 
voies respiratoires est possible. On observe alors un oiseau en position d’orthopnée, secouant 
la tête et respirant bouche ouverte (Graham 2004). 
Des cas mortels de syngamose ont également été rapportés chez des émeus d’élevage 
suite à une infestation majeure (Narayanan et al. 2014). 
iv. Diagnostic 
Le diagnostic fait souvent suite à une suspicion 
clinique. A l’autopsie, on retrouve alors des vers adultes 
dans la trachée, mesurant 2 à 6 mm pour les mâles et 5 
à 40 mm pour les femelles. Ces vers sont facilement 
visibles à l’œil nu car ils sont de couleur rouge ; on parle 
de vers en Y car il y a accouplement permanent. A la 
coproscopie, des œufs assez caractéristiques sont 
observés : ils sont de taille relativement importante (80-
100 µm x 50-60 µm) et possèdent un opercule à chaque 
pôle. Ces œufs contiennent une morula constituée en 
général de 8 cellules. 
 
 
 
 
Figure 10 : œufs de Syngamus spp. observés 
chez des Autruches (Struthio camelus) 
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v. Traitement 
Cf. traitements anthelmintiques précédents. 
Malgré un traitement efficace, les signes cliniques peuvent persister. En effet, les adultes 
morts restant dans la trachée, peuvent entretenir la toux et les signes respiratoires. 
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PARTIE EXPERIMENTALE 
 
I. Introduction 
L’objectif de la partie expérimentale de cette thèse est à la fois de dresser un état des 
lieux qualitatif et quantitatif des infestations par les parasites internes des oiseaux de parcs 
animaliers en France et également de donner quelques éléments de diagnose des œufs des 
principaux parasites rencontrés lors d’examens coproscopiques. En revanche, le but de cette 
partie expérimentale n’est pas de conseiller les parcs zoologiques sur la conduite à adopter 
face aux résultats. 
II. Matériel et méthodes 
1. Recrutement des parcs animaliers 
Pour mener à bien ce projet, il a tout d’abord fallu recruter des parcs 
animaliers/zoologiques volontaires, c’est-à-dire prêts à envoyer des fèces des Oiseaux de leur 
collection. Cela a pu se faire par l’intermédiaire du Dr. Sylvie CLAVEL, vétérinaire du parc 
zoologique de Plaisance-du-Touch, qui a diffusé auprès des membres de l’AFVPZ (Association 
Française des Vétérinaires de Parcs Zoologiques) la présentation de cette thèse et un 
questionnaire de recrutement. 
i. Questionnaire initial 
Ce questionnaire a été mis en ligne à disposition des membres de l’AFVPZ à partir de 
janvier 2013. A noter qu’il était à l’origine question de réaliser un atlas coproscopique afin de 
recenser les parasites retrouvés dans les fèces des oiseaux des parcs animaliers français. 
L’objectif de la thèse a été légèrement modifié au cours de sa réalisation compte tenu des 
résultats obtenus. En effet, la diversité des œufs de parasites observés au cours des analyses 
coproscopiques a été finalement assez restreinte. 
Le questionnaire était présenté sous la forme suivante : 
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Ce questionnaire avait plusieurs buts : il permettait tout d’abord de prévoir les ordres 
d’oiseaux susceptibles d’être prélevées par chacun des parcs. En effet, l’objectif initial était la 
réalisation d’un atlas coproscopique. Ainsi, on cherchait à avoir un panel d’ordres d’oiseaux le 
Figure 11 : Questionnaire mis à disposition des vétérinaires de l'AFPZ 
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plus large possible pour espérer observer des images (d’œufs) de parasites d’une grande 
diversité. Il était aussi demandé aux vétérinaires s’ils avaient déjà réalisé des analyses 
coproscopiques sur leurs oiseaux et si celles-ci avaient été positives. Ceci avait pour but de 
pouvoir orienter nos choix sur les ordres à prélever en cas de restriction sur le nombre 
d’échantillons pouvant être envoyés. Le choix se serait alors porté en priorité sur les Ordres 
sur lesquels des parasites avaient déjà été trouvés auparavant (la situation ne s’est néanmoins 
pas présentée). 
Le deuxième but de ce questionnaire était de pouvoir planifier les dates d’envois des 
prélèvements, en fonction des disponibilités des vétérinaires à les réaliser mais également des 
dates de vermifugation prévues afin de collecter les matières fécales à distance de la dernière 
vermifugation. 
ii. Réponses obtenues à ce questionnaire 
16 vétérinaires ont répondu au questionnaire en ligne en indiquant qu’ils étaient 
intéressés par la participation à cette thèse. Seul un vétérinaire sur les 16 indique ne pas faire 
de coproscopies sur les oiseaux du parc, et 2 vétérinaires sur 15  n’ont jamais trouvé de 
parasites lors de leurs examens coproscopiques. Le tableau suivant reprend les réponses au 
questionnaire telles qu’elles ont été données. 
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Nom du parc 
animalier 
 
 
Nom du Vétérinaire Sur quel(s) ordre(s) 
d'oiseaux pensez-
vous effectuer des 
prélèvements? 
Combien de 
prélèvements 
distincts 
comptez-vous 
envoyer ? 
A quelle 
période de 
l'année pensez-
vous réaliser et 
envoyer vos 
prélèvements ? 
Avez-vous déjà 
fait des analyses 
coproscopiques 
sur les oiseaux de 
votre parc? 
Si oui, avez-
vous trouvé 
des (oeufs de) 
parasites sur 
vos 
coproscopies
? 
Sur quels animaux ? 
Réserve 
Africaine de 
Sigean 
Dr. Benjamin 
LAMGLAIT 
Dr.  Antoine JORIS 
Ratites   
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Musophagiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Psittaciformes 
 
 
Autant de 
prélèvements 
que vous le 
souhaitez. 
Il se peut qu'il 
y ait des 
mélanges 
d'espèces de 
la même 
famille dans 
les 
prélèvements 
Quand vous le 
désirez. 
Vermifugation 
annuelle des 
oiseaux en 
septembre. 
oui oui Psittaciformes 
Galliformes 
Ansériformes 
Pélécaniformes 
Ratites 
Parc zoologique 
de Lille 
 
 
Dr Marie SIMON 
 
Ansériformes 
Galliformes 
Coraciiformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
Jusqu'à une 
quinzaine 
 
Coproscopies 
réalisées en 
moyenne 3 fois 
par an... Donc à 
votre guise 
(avant mars, cet 
été ou fin 
d'année) 
 
oui oui Ansériformes 
Psittaciformes 
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Parc des Oiseaux 
Villars les 
Dombes 
 
Dr. Eric BUREAU 
 
Ratites 
Sphenisciformes 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Musophagiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Coraciiformes 
Colombiformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
Charadriiformes, 
Piciformes, 
Passériformes 
 Mars, avril 
 
oui 
 
oui 
 
Ratites 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Coraciiformes 
Colombiformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
Piciformes 
Passériformes 
Le refuge de 
l'arche 
 
Dr. Sarah OUARD 
 
Falconiformes 
Colombiformes 
Strigiformes 
Accipitriformes 
Charadriiformes 
Passeriformes 
Entre 50 et 70 
 
Juin durant 
l'inventaire 
 
oui oui Tous (je suis 
arrivée depuis 
peu avec 10 
ans de Panacur 
derrière moi) 
 
ZooParc de 
Beauval 
 
Dr. Baptiste MULOT 
 
Ratites 
Sphenisciformes 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Musophagiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Galliformes 
ça dépend de 
ce dont vous 
avez besoin 
 
Quand vous le 
souhaitez 
 
oui oui Ratites 
Sphenisciformes 
Ansériformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Coraciiformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
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Gruiformes 
Coraciiformes 
Colombiformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
Zoo du Pal 
 
Dr. Rosemary 
MOIGNO 
 
Ratites 
Anseriformes 
Falconiformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Columbiformes 
Psittaciformes 
Autant que 
nécessaire, le 
mieux étant 
de faire cela 
par 
groupement 
sur une 
semaine. 
 
Idem, les 
vermifugations 
n'étant pas 
systématiques, 
ce serait plutôt 
de regrouper 
les 
prélèvements à 
plusieurs par 
semaine et peut 
être sur une 
semaine par 
mois. 
oui oui Colombiformes 
Psittaciformes 
Parc zoologique 
Fort Mardyck de 
Dunkerque 
Grand Littoral 
 
Dr Virginie RODIER 
 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Galliformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
Une dizaine 
(flamants, 
poules, paons, 
canards, 
hiboux, 
faucons, ibis, 
hérons, 
cigognes, ara) 
 
En 
janvier/février 
 
oui oui Ansériformes 
Galliformes 
Zoo de pont 
scorff 
 
 Ratites 
Sphenisciformes 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Falconiformes 
Autant qu'il 
faut 
Quand vous 
voulez 
oui oui Ciconiiformes 
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Psittaciformes 
Ménagerie du 
Jardin des 
Plantes 
 
Dr. Muriel KOHL 
 
Ratites 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Colombiformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
Cela dépend 
de vos besoins 
et du coût 
d'envoi pour 
nous, mais on 
peut prélever 
une bonne 
partie de la 
collection 
Dépendant de 
l'espèce et du 
planning 
vermifuges, 
mais plutôt 
début 
printemps et 
été/automne. 
 
oui oui Ratites 
Musophagiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Colombiformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
Zoo de Lyon 
 
 Ratites 
Ansériformes 
Galliformes 
Eventuellement 
Passeriformes 
Je pense 
pouvoir en 
envoyer un 
par espèce 
mais à voir si je 
peux en 
envoyer en 
individuel 
 
Quand vous en 
aurez besoin et 
quand vous 
pourrez les 
analyser. 
 
oui non  
Parc Zoologique 
et Botanique de 
Mulhouse 
 
 
Dr Benoît QUINTARD 
 
Ratites 
Sphenisciformes 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Musophagiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Coraciiformes 
Colombiformes 
Environ 100 
espèces 
d'oiseaux. 
 
1er trimestre 
2013 
 
 
oui oui Ratites 
Sphenisciformes 
Musophagiformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
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Psittaciformes 
Strigiformes 
 
 
CERZA Dr. Dorothée 
ORDONNEAU 
 
Ratites 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Ansériformes 
Coraciiformes 
Colombiformes 
Psittaciformes 
Une dizaine 
 
Printemps oui oui Ansériformes 
Zoo de 
Pescheray 
 
Dr. Jean-Marc 
CHARPENTIER 
 
Ciconiiformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
8-9 espèces 
 
Quand vous 
voulez 
 
non   
Bioparc zoo de 
Doué la Fontaine 
 
Dr. Rudy  
WEDLARSKI et Dr. 
Florine POPELIN-
WEDLARSKI 
 
Ratites 
Sphenisciformes 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Musophagiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Coraciiformes 
Colombiformes 
Psittaciformes 
Charadriiformes 
Prélèvements 
virtuellement 
possibles sur 
toute la 
collection 
mais 
nombreux 
enclos mixtes : 
pas sûr de 
pouvoir 
déterminer le 
"propriétaire" 
des fèces... 
Cela pose-t-il 
problème ? 
Majorité en 
hiver (plusieurs 
espèces 
enfermées dans 
les bâtiments = 
récolte plus 
facile) 
 
oui non  
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Zoo de la 
Palmyre 
 
Dr. Thierry PETIT 
 
Ratites 
Sphenisciformes 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Falconiformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Coraciiformes 
Colombiformes 
Psittaciformes 
Passériformes 
50 à 100 
 
Juin oui oui Ciconiiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Galliformes 
Gruiformes 
Psittaciformes 
Safari de 
Peaugres 
 
 
  
 Ratites 
Sphenisciformes 
Pélécaniformes 
Ciconiiformes 
Phoenicopteriformes 
Ansériformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
Autant que 
nécessaire 
pour votre 
thèse 
 
Peu importe. 
Sachant que 
généralement, 
les 
coproscopies et 
vermifugations 
nécessaires sur 
les oiseaux sont 
effectuées en 
juin et 
décembre 
oui oui Phoenicopteriformes 
Psittaciformes 
Strigiformes 
Tableau 8 : Réponses des vétérinaires membres de l'AFVPZ au questionnaire en ligne 
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iii. Localisation géographique des parcs participants 
 
Figure 12 : répartition des parcs zoologiques ayant participé à l'envoi d'échantillons pour cette thèse 
 
Parmi les 16 vétérinaires ayant rempli le questionnaire, 9 nous ont fait parvenir des 
échantillons. Ces derniers sont répartis de manière assez uniforme sur le territoire français 
avec cependant une absence de participant dans le Sud-Ouest en en région parisienne. 
Même si la France métropolitaine n’offre pas les conditions climatiques des pays 
d’origine de certaines espèces d’oiseaux exotiques, cette large répartition géographique des 
permet d’avoir des climats différents comme on peut le voir sur la carte suivante : 
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Figure 13 : carte des climats en France métropolitaine 
Cette diversité des climats augmente les chances de trouver un large panel d’espèces 
de  parasites lors des examens coproscopiques, bien que beaucoup d’autres facteurs jouent 
un rôle dans l’infestation parasitaire des oiseaux dans leur milieu naturel. 
2. Collecte et réception des échantillons 
Tous les vétérinaires ayant répondu favorablement à ce premier sondage se sont 
ensuite vus proposer des dates d’envoi des colis contenant les échantillons en fonction des 
disponibilités qu’ils avaient exprimées dans le questionnaire. Ceux n’ayant pas formulé de 
préférence ou souhaitant effectuer les prélèvements en été ont reçu au mois de mai 2013 un 
sondage en ligne sous forme de calendrier sur lequel ils pouvaient s’inscrire sur la semaine qui 
leur convenait le mieux pour collecter et envoyer le colis entre le 16 juin 2013 et le 21 juillet 
2013. 
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i. Protocole de collecte envoyé aux participants 
Le protocole de collecte et d’envoi des colis comprenait les points suivants : 
- La quantité de fèces nécessaire pour la coproscopie (par la méthode de McMaster) est 
de 3g. Cette quantité n'est pas possible à obtenir pour toutes les espèces et nous nous 
adapterons à la quantité reçue. 
- Il est préférable d'envoyer 2 prélèvements (voire 3 dans l'idéal) pour chaque groupe 
d'animaux afin d'avoir un échantillon le plus représentatif possible des animaux 
présents, en préférant les fientes les plus fraiches. 
- Il n'y a pas d'impératif concernant le contenant (pot, sac de congélation à zip, gant...) 
mais il est vraiment important que chaque prélèvement soit correctement identifié. Il 
est ensuite recommandé d'envoyer l'ensemble des prélèvements par Colissimo ou 
Chronopost en début de semaine (afin d'éviter que le colis ne soit bloqué un week-end 
dans un centre de tri, ce qui nuirait à la fraîcheur des prélèvements et à leur délai 
d'analyse). 
Il a été transmis aux participants par mail en même temps que leur date d’envoi prévue. 
Certains parcs ont réalisé leurs prélèvements sur plusieurs jours, notamment lorsqu’il 
y avait un grand nombre d’oiseaux à collecter. Les fèces étaient alors conservés entre 2 et 6°C 
jusqu’à envoi. 
ii. Envoi et réception des échantillons 
Sur les 16 vétérinaires initialement intéressés, 9 ont finalement envoyé des 
échantillons. Parmi eux, deux ont procédé à 2 envois : 
- Le zoo du Pal car un retard de livraison de plusieurs jours alors que la température 
extérieure à cette période était élevée a entrainé une perte de qualité des fèces 
reçus, avec certes la présence d’œufs de parasites lors de l’analyse coproscopique 
mais non identifiables. Le Dr. Moigno a alors accepté de nous renvoyer des 
prélèvements sur les espèces revenues positives. Les échantillons en doublons 
n’ont été comptés qu’une fois (les comptages ont été faits sur les coproscopies du 
deuxième envoi). 
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- La réserve africaine de Sigean puisqu’ils manquaient de contenants lors de la 
première session de prélèvements pour pouvoir collecter tous les oiseaux. 
Une fois réceptionnés à l’accueil de l’ENVT, les colis étaient transmis dans les heures 
suivantes au service de parasitologie qui les plaçait en chambre froide (+ 4°C) jusqu’à analyse. 
Pour chaque série de prélèvements, les coproscopies étaient réalisées au maximum 48h après 
réception soit environ 72h maximum après la collecte. 
iii. Nombre d’échantillons envoyés par parc 
 Le tableau suivant récapitule le nombre d’échantillons envoyés par chaque parc 
participant : 
Tableau 9 : nombre d'échantillons envoyés par parc 
NOM DU PARC NOMBRE D’ECHANTILLONS ENVOYES 
Zoo de Lyon 20 
Zoo de la Palmyre 32 
Refuge de l’Arche 24 
Réserve africaine de Sigean 45 
Zoo de la plaine du Pal 17 
Zoo de Dunkerque 16 
Mulhouse 36 
Safari de Peaugres 22 
Zooparc de Beauval 45 
 
3. Analyse coproscopique des échantillons 
Chaque échantillon a été examiné par 2 méthodes de flottation différentes : une 
quantitative, la méthode de McMaster et une qualitative, la flottation totale. 
i. Méthode de Mac Master 
La méthode de Mac Master est une méthode quantitative basée sur le principe de la 
flottation. Elle consiste à compter le nombre d'éléments parasitaires contenus dans 0,30 mL 
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d'une suspension de matière fécale diluée au 1/15ème et nécessite l'utilisation d'une lame de 
Mac Master. 
La lame de Mac Master est composée de deux compartiments contigus séparés par 
une cloison, chacun d'entre eux ayant un volume de 0,15 mL. Le plafond de chaque 
compartiment est divisé en 6 cellules de 1,7 mm de largeur. 
 
Figure 14 : Schéma et photographie d'une lame de Mac Master. Source : http://www2.vetagro-
sup.fr/etu/copro/sommaire/techniques/analyse/mac_master.htm 
 
a. Soluté utilisé 
Le soluté utilisé est une solution de chlorure de sodium sursaturée qui possède une 
densité comprise entre 1,18 et 1,20. Il est préparé avec 1kg de sel et un ajout d’eau jusqu’à 
obtenir un volume de 3L. Après agitation du mélange, la densité de la solution est vérifiée par 
pesée. 
b. Protocole de préparation 
Le protocole comporte les étapes suivantes : 
- Homogénéisation du contenu de l’échantillon, notamment si celui-ci contient 
plusieurs fientes. 
- Pesée précise de 3 grammes de matières fécales à l’aide d’une balance 
électronique 
- Ajout à ce prélèvement de 42 mL de la solution de flottation et homogénéisation 
du mélange à l'aide d'un agitateur ou d’un mortier. 
- Prélèvement d’un échantillon de la suspension à l’aide d’une pipette et remplissage 
des deux compartiments de la lame de Mac Master avec la suspension. 
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- Repos de la lame sur la platine du microscope et attente de 5 minutes environ que 
les œufs remontent. 
- Observation à l'objectif x10 (la largeur des cellules est alors juste contenue dans le 
champ du microscope) en faisant défiler successivement les 6 cellules et comptage 
du nombre total d'œufs en les identifiant. 
I 
c.  Lecture et interprétation 
Chaque cellule a un volume connu de 0,15 mL donc, comme la solution est diluée au 
quinzième, le nombre d'œufs comptés est celui contenu dans un centième de gramme de 
fèces. Pour obtenir le nombre d'œufs par gramme (OPG), on multiplie le résultat obtenu lors 
du comptage sur un compartiment par un facteur 100. On conseille de compter les deux 
compartiments, le facteur de multiplication sera alors de 50. 
OPG = nombre d'œufs dans les deux compartiments x 50 
 
ii. Méthode d’analyse par flottation totale 
La flottation totale est la technique d'enrichissement la plus utilisée en médecine 
vétérinaire. Elle a pour objet de concentrer les éléments parasitaires à partir d'une très petite 
quantité de déjections. Elle repose sur l'utilisation de solutions dont la densité est supérieure 
à celle de la plupart des œufs de parasites (d = 1,2). Le but est de faire remonter les éléments 
parasitaires tout en laissant couler les débris fécaux. 
a. Soluté utilisé 
Le soluté utilisé est le même que celui décrit pour la méthode de Mac Master. 
b. Protocole de préparation 
 
- La préparation du mélange est identique que celle de la méthode de Mac 
Master 
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- Filtration du mélange sur une passoire à thé si nécessaire (par exemple si 
présence de litière) sous laquelle on a pris soin de déposer un récipient en 
plastique. 
- Remplissage complet d’un tube à essai avec le liquide filtré jusqu'à formation 
d'un ménisque convexe et éliminer les bulles d'air à la surface s'il y a lieu. 
- Recouvrir le ménisque d'une lamelle sans emprisonner de bulles d'air. 
- Attendre 15 à 20 minutes la remontée des œufs par ascension 
- Retirait de la lamelle à la face inférieure de laquelle se sont accumulés les œufs. 
- Poser la face inférieure de cette lamelle sur une lame porte objet. 
- Observation au microscope. 
 
c. Lecture et interprétation 
La lecture est uniquement qualitative et on peut observer la lame jusqu’au 
grossissement x 400 ce qui n’est pas possible avec la conformation des lames de Mac Master. 
Dans ce cas, le but de la flottation totale est de pouvoir ensuite prendre des clichés de bonne 
qualité à partir de cette lame. 
Une des difficultés de l’utilisation d’un soluté de chlorure de sodium est la 
cristallisation rapide de la solution qui oblige à observer rapidement les lames après leur 
préparation et ne permet pas leur conservation. 
L’identification des parasites observés s’est faite selon les caractères morphologiques 
des œufs. Plusieurs caractères tels que la taille, la présence d’un embryon, l’épaisseur de la 
paroi, etc. entraient en compte. La taille des œufs était également un critère diagnostique 
majeur. La mesure des œufs/cystes s’est faite à l’aide de la barre d’échelle insérée par le 
logiciel Eclipse lors de la prise de clichés 
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Arbre diagnostiqueTaille < 30 µm 
Taille > 30 µm 
Kyste > 20 µm 
Kyste < 10 µm 
Protozoaires 
Coccidies : Eimeria et Isospora 
Autres : Giardia, Cryptosporidium… 
Helminthes 
Bouchons polaires présents 
Bouchons polaires absents 
Capillaria spp. 
Œuf operculé  
Œuf non operculé 
Syngamus trachea 
Contient une larve 
Ne contient pas de larve 
Longueur < 45 µm 
Longueur > 45 µm 
Dispharynx nasuta 
Tetrameres spp. 
Paroi fine 
Paroi épaisse 
Parois opposées parallèles 
Parois opposées convexes 
Trichostrongylus spp. 
Heterakis spp. 
Ascaridia spp. 
Grande taille, morula de 8 cellules 
Ovale à sphérique, contenant une  unique cellule  Porrocaecum spp. 
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iii. Prise de clichés sur les échantillons observés 
Pour chaque observation d’œuf par la méthode de flottation totale sur un échantillon 
donné, une photographie de cet œuf a été prise à l’aide d’une caméra relié au microscope 
optique via le logiciel Eclipse. Ce logiciel offre également la possibilité de traiter les images, 
notamment en insérant une barre d’échelle. Ces clichés ont été soigneusement identifiés, 
datés et archivés. 
III. Résultats 
1. Prévalence de coproscopies positives et parasites observés 
La prévalence totale des coproscopies positives est de 16,5%. La prévalence des 
Nématodes (14,1%) est supérieure à celle des coccidies (4,7%) qui est relativement faible. 
Parmi les coproscopies positives, 28,6% sont revenues positives pour plusieurs types de 
parasites. Les Capillaria sont les Helminthes les plus représentés avec une prévalence de 
5,9%, suivis par les Trichostrongylus (4,3%). 
Les Porrocaecum n’ont été observés que chez une espèce d’Oiseaux, le Milan noir 
(Milvus Migrans) au zoo du Pal (sur 2 échantillons). C’est également le cas des Syngamus que 
nous avons uniquement mis en évidence chez des Autruches (Struthio Camelus) du Safari de 
Peaugres (3 échantillons). 
Le détail des espèces appartenant à chaque ordre et les résultats coproscopiques 
associés sont rassemblés dans l’Annexe  2.
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Tableau 10 : Nombre d'échantillons dont l'analyse coproscopique est revenue positive pour une espèce de parasite donnée en fonction des ordres d'oiseaux 
Ordre Effectif total Coccidies Heterakis Ascaridia Capillaria Trichostrongylus Porrocaecum Tetrameres Syngamus 
Accipitriformes 11      2   
Ansériformes 21     2    
Bucerotiformes 7   1      
Casuariiformes 10     4    
Charadriiformes 1   1 1     
Ciconiiformes 6    2     
Colombiformes 13 2   2     
Falconiformes 3         
Galliformes 21 5 2  1 3    
Gruiformes 8         
Musophagiformes 7         
Passériformes 9 3        
Pélécaniformes 19 2        
Phoenicopteriformes 7         
Piciformes 3    1     
Psittaciformes 76  1 6 7   1  
Rhéiformes 7         
Spheniciformes 3         
Strigiformes 12    1 2    
Struthioniformes 9       3 3 
Suliformes 1         
TOTAL 255 12 3 8 15 11 2 4 3 
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2. Prévalence par parc 
Tableau 11 : Résultats obtenus pour chaque parc pour les principaux parasites 
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Zoo de 
Lyon 
19 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Zoo de la 
Palmyre 
31 12 3 0 0 7 5 0 0 0 
Refuge de 
l’Arche 
24 6 2 3 1 4 0 0 0 0 
Reserve de 
Sigean 
45 2 0 2 0 0 0 0 0 0 
Zoo du Pal 17 6 0 0 0 0 4 0 0 2 
Parc 
zoologique 
de 
Dunkerque 
16 1 1 0 1 0 0 0 0 0 
Zoo de 
Mulhouse 
36 0 0 0 0 0 0 0 0 0 
Safari de 
Peaugres 
22 10 2 1 1 2 2 4 3 0 
Zooparc de 
Beauval 
45 8 4 2 0 2 0 0 0 0 
 
On note une disparité des résultats entre les parcs. Pour 2 d’entre eux, l’ensemble des 
coproscopies sont revenues négatives (Zoos de Lyon et de Mulhouse) ce qui pourrait 
s’expliquer par plusieurs raisons : un contrôle parasitaire optimal, un échantillonnage non 
représentatif qui ne nous aurait pas permis de mettre en évidence des œufs de parasites ou 
un manque de sensibilité de nos méthodes d’analyse.  
Certains parcs sont positifs pour un nombre restreint de parasites (Parc zoologique de 
Dunkerque, réserve de Sigean) alors que d’autres se sont révélé positifs pour un large spectre 
de parasites (Refuge de l’Arche, Safari de Peaugres).  
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Les coccidies sont les parasites que l’on retrouve chez le plus grand nombre de parcs (5/9) 
suivies par les Ascaridia et les Capillaria (4/9). Au contraire, les Tetrameres, les Syngamus et 
les Porrocaecum ne sont détectés au cours de ce travail que dans un seul parc. 
3. Aspect quantitatif des analyses coproscopiques 
On remarque que les niveaux d’excrétions pour les coccidies sont de manière 
générale plus élevés que pour les Nématodes. 
L’intensité d’excrétion des œufs de Trichostrongylus semble élevée par analogie avec 
les données connues pour les Trichostrongylus (T. axei, T. colubriformis, T. vitrinus) des 
ruminants qui sont des parasites qui pondent relativement peu d’œufs par femelle présente 
dans le tube digestif. Peu de données sont disponibles à ce sujet dans la littérature pour T. 
tenuis. Il a néanmoins été montré que le comptage des œufs de T. tenuis. dans les fientes était 
un bon reflet du nombre de parasites adultes dans le caecum des Lagopèdes d’Ecosse 
(Seivwright et al. 2004). 
De même, les intensités d’excrétion des œufs de Capillaria et de Porrocaecum  
semblent globalement élevées en comparaison avec d’autres Nématodes (Heterakis, 
Ascaridia, Tetrameres…). Aucun seuil de pathogénicité n’est établi dans la littérature pour ces 
parasites concernant les Oiseaux, ce qui ne nous permet pas d’évaluer et d’interpréter 
correctement les intensités d’excrétion d’œufs dans ces résultats. 
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Tableau 12 : nombre d'œufs par gramme de fèces observés en coproscopie par la méthode de McMaster pour chaque analyse positive 
Ordre Effectif 
total 
Coccidies Heterakis Ascaridia Capillaria Tricho-
strongylus 
Porrocaecum Tetrameres Syngamus 
Accipitriformes 11      1250   
1450 
Ansériformes 21     100    
200 
Bucerotiformes 7   250      
Casuariiformes 10     2800    
3050 
2100 
950 
Charadriiformes 1   350 1350     
Ciconiiformes 6    50     
50 
Colombiformes 13 17500   2100     
15550  1750 
Galliformes 21 3050 150  1700 1000    
19050  550 
21150 1200 
1100  
10000 
Passériformes 9 33400        
250 
3050 
Pélécaniformes 19 800        
9800 
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Piciformes 
 
 
 
 
 
3    1400     
Psittaciformes 
 
76  150 250 800   100  
700 1000 
50 1150 
300 900 
7* 50 
 850 
 200 
Strigiformes 12    50 50    
100 
Struthioniformes 9       50 300 
100 50 
50 450 
TOTAL 255 12 3 8 15 11 2 4 3 
*Aucun œuf n’a été observé par méthode de McMaster alors qu’ils ont été observés par flottation totale. Par convention, on considère que l’on a 7 o.p.g. 
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IV. Discussion 
1. Comparaison des résultats trouvés à d’autres études 
i. Prévalence totale 
Les résultats de certaines de ces études concernant la prévalence de coproscopies 
positives sur les oiseaux sont rassemblés dans le tableau suivant :  
Tableau 13: Prévalences de coproscopies positives chez les Oiseaux dans différents parcs zoologiques 
Auteurs Pays Nombre d’échantillons 
analysés 
Pourcentage de 
coproscopies positives 
Papini et al. (2012) Italie 146 35,6% - 42,2% 
Gurler et al (2010) Turquie 108 11,1 à 51,9% selon 
saison 
Patel et al (2000) Inde 106 48,1% 
Parsani et al. (2001) Inde 138 71,4% 
Perez-Cordon et al. 
(2009) 
Espagne 984 51,6% 
Akinboye et al. (2010) Nigeria  61,5% 
Otegbade et al. (2014) Nigeria (sur 5 
zoos 
différents) 
84 6% 
38 23,7% 
50 40% 
4 75% 
2 100% 
 
On note immédiatement que le pourcentage de coproscopies positives dans notre 
étude est plus faible que celles rapportées dans la littérature. Il reste néanmoins difficile de 
comparer ces différents résultats. On voit par exemple qu’au sein d’un même zoo en Turquie, 
le pourcentage d’examens coproscopiques positifs varie de  11,1% à 51,9% selon la saison.  
Ainsi, l’influence des conditions climatiques sur l’infestation parasitaire des oiseaux semble 
être un critère à prendre en compte dans un parc donné. Cela rend la comparaison d’autant 
plus illusoire entre les parcs cités précédemment,  que ces études ont été menées dans des 
pays aux climats très différents. 
De plus les conditions de logement, la densité, les programmes de vermifugation 
varient d’un lieu à l’autre ce qui rend la comparaison d’autant plus difficile. 
On peut malgré tout tirer de ces enquêtes que la prévalence du parasitisme sur les 
oiseaux en captivité est très variable et difficilement comparable d’une structure à l’autre. Le 
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plus intéressant à l’échelle d’un parc est vraisemblablement de se constituer sa propre banque 
de données regroupant le nombre de coproscopies positives et la nature des parasites 
observés afin de pouvoir comparer ses résultats au cours du temps. 
ii. Aspect quantitatif 
Très peu d’études ont exploré l’aspect quantitatif des analyses coproscopiques chez 
les oiseaux vivant en captivité. Dans l’étude d’Otegbade et  Morenikeji (Otegbade, Morenikeji 
2014) les coproscopies ont été réalisées avec la méthode de Mc Master dans cinq zoos 
(Tableau 12) : 
Tableau 14: mesure quantitative de l'intensité d'excrétion des œufs de parasites chez les oiseaux de différents zoos nigérians 
 COCCIDIES CAPILLARIA SPP. ASCARIS SPP. 
Moyenne 
géométrique (opg) 
± erreur standard 
324, 04 ± 25,00 75,79 ± 12,24 70,71 ± 25,00 
297,89 ± 20,41 63,00 ± 16,67 100,00 ± 0,00 
332,47 ± 16,67 101,98 ± 10,36 84,92 ± 25,82 
332,47 ± 16,67 100,00 ± 0,00 100,00 ± 0,00 
324,04 ± 25,00 70,71 ± 25,00 70,71 ± 25,00 
 
Si les niveaux d’excrétion d’Ascaridia que nous avons mesurés sont comparables à ceux 
présentés dans le tableau ci-dessus, ceux que nous avons relevés sur les coccidies et les 
Capillaria sont globalement beaucoup plus élevés. 
Il est intéressant de noter que lors de cette étude, aucun animal prélevé ne  présentait 
de signe clinique ce qui laisse penser que pour ces espèces,  au moment du prélèvement, ces 
niveaux d’excrétion d’œufs n’étaient pas associés à des signes cliniques patents chez les 
animaux. 
iii. Parasites décrits dans d’autres études 
D’autres études du même type ont mis en évidence des parasites qui n’ont pas été 
retrouvés sur les parcs collectés en France. 
La publication d’Otegbade et Morenikeji rapporte la présence de Balantidium spp. et 
de Strongyloides spp. chez les oies de Ross (Anser rossi) ainsi que chez les autruches (Struthio 
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camelus). Balantidium spp. est un protozoaire cilié décrit par plusieurs auteurs chez les ratites 
comme les nandous d’Amérique (Rhea americana) et de Darwin (Rhea pennata) ou l’autruche 
(Struthio camelus) (Ponce Gordo et al. 2002; Ponce-Gordo, Jimenez-Ruiz, Martínez-Díaz 2008). 
Balantidium coli est un protozoaire bien connu chez le porc et l’existence de l’espèce 
Balantidium struthionis avait été évoquée chez l’autruche. Néanmoins le travail par 
séquençage de l’ADN des Balantidium retrouvés chez le porc et chez l’autruche ont montré 
que les deux espèces présumées étaient en réalité une seule et même espèce. 
2. Biais de l’étude concernant la représentativité 
i. Répartition géographique 
Comme évoqué précédemment, les parcs ayant répondu favorablement à nos 
sollicitations étaient répartis de manière assez uniforme sur le territoire métropolitain 
français. On peut ainsi espérer avoir une vision assez complète des parasites pouvant être 
observés sur les oiseaux de parcs animaliers français.  
Il est certain que la plupart des oiseaux étudiés lors des coproscopies ne se trouvent 
pas dans les conditions environnementales dans lesquelles ils évoluent à l’état sauvage. On 
retrouve par exemple de nombreux Psittacidés à l’état sauvage en Amérique du Sud sous des 
climats tropicaux humides. Ce climat n’est pas présent en France. Les données sur les parasites 
gastro-intestinaux des oiseaux nous montrent que ceux-ci sont très dépendants des 
conditions environnementales (notamment température et humidité) pour mener à bien leur 
cycle biologique. En s’appuyant sur des études réalisés sur d’autres espèces (ruminants (Rose 
et al. 2014; Morgan, van Dijk 2012)), on peut supposer que notre travail a permis de recenser 
une grande partie des parasites gastro-intestinaux des oiseaux des parcs zoologiques français 
mais que ces parasites ne sont pas forcément ceux que l’on retrouverait à l’état sauvage chez 
ces mêmes espèces. 
ii. Logement des animaux 
Le logement des oiseaux est un facteur influençant la pression parasitaire (Hafiz et al. 
2015). Plusieurs éléments tels que la nature du sol/de la litière ou la densité d’animaux ont 
été en particulier étudiés. 
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Les parcs animaliers ayant participé à notre étude possèdent chacun des conditions de 
logement propres à leurs infrastructures et aux espèces d’oiseaux qu’ils hébergent qui 
peuvent influencer les résultats obtenus. Certains animaux vivent dans des volières intérieures 
en hiver alors qu’ils sont en extérieur l’été, alors que d’autres restent à l’extérieur tout au long 
de l’année. La densité d’oiseaux reste aussi très variable d’un parc à l’autre. Le but de cette 
thèse n’était pas d’étudier les facteurs pouvant influencer le niveau d’infestation parasitaire 
mais de recenser les parasites des oiseaux de parc animaliers. C’est pourquoi nous n’avons 
pas pris en compte ces  éléments dans l’interprétation des résultats. 
iii. Collecte et transport des échantillons 
Les vétérinaires participants à cette étude ont reçu des consignes concernant les 
méthodes de prélèvement, de conditionnement et d’envoi des fèces. Néanmoins certains 
paramètres n’ont pas pu être contrôlés pour ne pas imposer trop de contraintes.  
Il a notamment été montré qu’il existe une fluctuation dans l’intensité d’excrétion des 
œufs de nématodes au long de la journée chez les poulets (Wongrak, Gauly, Daş 2015). Les 
œufs d’Ascarida et d’Heterakis sont excrétés en plus grande quantité le matin entre 6 et 10h. 
Dans une moindre mesure, ceci est également vrai pour Capillaria. L’idéal aurait donc été de 
pouvoir obtenir des matières fécales émises par les oiseaux dans cette tranche horaire pour 
espérer observer un vaste panel de parasites. Néanmoins, ces données ont été recueillies chez 
des poulets (Gallus gallus) uniquement et il convient de se demander si elles sont 
transposables aux espèces que nous avons prélevées. 
La totalité des prélèvements qui nous ont été envoyé ont été ramassés sur la litière, 
sans information précise sur le moment de la défécation. Or certains œufs de parasites sont 
sensibles à la dessiccation et se détériorent assez vite ce qui peut compromettre ensuite leur 
identification. 
Concernant le transport, les envois express en 24 à 48h ont été privilégiés. Il aurait bien 
sûr été idéal de pouvoir effectuer les coproscopies directement après la collecte des fèces. En 
effet, le temps de transport, bien que réduit au maximum, exposait les prélèvements aux 
températures extérieures, notamment pour les envois estivaux soumis à des températures 
élevées. Le principal risque associé à ces températures élevées est une évolution des larves à 
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l’intérieur des œufs aboutissant parfois à leur éclosion rendant ensuite très difficile voire 
impossible leur détection par flottation au chlorure de sodium.  
iv. Représentativité dans le temps 
a. Saison 
Les prélèvements ont été récoltés et analysés entre mars et juillet 2014 pour des 
raisons pratiques. D’autres études ont été réalisées sur les mêmes animaux de parcs 
animaliers à différents moments de l’année.  
L’étude de Gurler & al. (2010) a mis en évidence que la prévalence maximale de 
l’infestation parasitaire des animaux d’un parc zoologique en Turquie avait lieu en hiver et 
était minimale en été alors que Pérez Cordon & al. (2009)  a obtenu une prévalence maximale 
au mois d’août en Espagne. 
Dans leur étude sur les poules pondeuses élevées en plein air, (Kaufmann et al. 2011) 
les auteurs ont montré que non seulement la prévalence globale des parasites intestinaux 
chez ces poules était significativement plus élevée en été (comparativement à l’hiver 
seulement) mais également que la diversité des parasites présents était plus importante à 
cette saison ce qui conforte le choix de la période de réalisation de nos coproscopies. 
Néanmoins, il aurait été intéressant de répéter ces analyses à chaque saison durant au 
moins un an pour accroître nos chances d’observer le plus grand nombre possible d’espèces 
parasitaires. 
b. Plan de vermifugation 
Il avait été précisé aux parcs participant qu’il était préférable de prélever les oiseaux à 
une période la plus éloignée possible de la dernière vermifugation dans le but d’espérer 
observer une grande diversité d’œufs parasites. 
3. Biais de l’étude concernant les méthodes d’analyse 
i. Qualité des prélèvements reçus 
La qualité des prélèvements reçus était globalement très bonne. L’emballage des colis 
a toujours été bien fait et pour la plupart d’entre eux, un petit pain de glace était placé à 
l’intérieur pour éviter que les fientes ne subissent des températures trop élevées. 
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Nous n’avons rencontré que très peu de défauts d’identification des échantillons. Les 
contenants étaient identifiés soit avec le nom de(s) l’espèce(s) prélevée(s) soit par le biais d’un 
code qui renvoyait à l’espèce correspondante sur une feuille annexe. 
Dans certains cas, les quantités de matières fécales envoyées étaient très faibles ce qui 
demandait une adaptation de la dilution lors des coproscopies quantitatives. 
Parfois, les fientes étaient accompagnées d’une grande quantité de litière de nature 
diverse (sable, copeaux, terre…) ce qui a eu deux conséquences. Il était tout d’abord difficile 
de mesurer le poids précis des fèces (nécessaire à la dilution) car ils étaient le plus souvent 
indissociables de la litière. Ensuite, cela gênait la lecture des lames notamment en flottation 
totale car même après une filtration préalable, les éléments figurés restaient en très grand 
nombre. 
ii. Evaluation de la consistance des matières fécales 
Il aurait été intéressant d’évaluer la consistance des matières fécales. En effet, une 
diminution de la consistance des fèces peut signer une diarrhée, qui est rapportée comme un 
signe clinique de la plupart des parasitoses gastro-intestinales précédemment décrites chez 
les oiseaux. L’objectif aurait ainsi été de préciser des seuils d’infestations à partir desquels on 
peut considérer que les oiseaux montrent des signes cliniques.  
 Dans une étude précédente (Daş et al. 2011), un scoring systématique des fèces était 
réalisé avant chaque coproscopie chez des poules pondeuses. Pour cela, une échelle 
subjective était utilisée pour évaluer la consistance des fientes qui étaient classées comme 
aqueuses (1), molles (2) ou sèches (3). Cette étude avait montré qu’il n’y avait pas de 
corrélation entre la quantité d’œufs par gramme de matière fécale et la consistance des 
matières fécales. Néanmoins, un des biais évoqué dans cet article était qu’il existait une 
augmentation significative de la quantité totale de fèces émises par jour lorsque celles-ci 
étaient aqueuses par rapport aux scores (2) ou (3). Ainsi, les auteurs suspectaient un effet 
dilution qui pouvait fausser les résultats. 
L’autre point à souligner est la difficulté à mettre en place une échelle de scoring 
unique étant donné la diversité des espèces étudiées. En effet, la consistance des fientes est 
très différente d’une espèce à l’autre. D’un point de vue pratique, le scoring aurait été parfois 
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difficile à réaliser sur des échantillons envoyés avec beaucoup de litière ou sur des fientes 
anciennes donc très sèches n’ayant plus l’aspect qu’elles présentaient au moment de la 
défécation. 
Enfin, même s’il convient de souligner ces pistes d’étude intéressantes, celles-ci ne 
rentrent pas dans le sujet initial de cette thèse. 
iii. Analyse coproscopique par sédimentation 
L’analyse coproscopique par sédimentation permet de mettre en évidence les œufs de 
parasites les plus lourds. En effet, la solution de chlorure de sodium que nous avons utilisée 
pour la méthode de flottation est suffisamment dense pour faire remonter à la surface les 
œufs de nématodes et de cestodes ainsi que les kystes de protozoaires comme Eimeria mais 
trop peu dense pour les œufs de trématodes. Il aurait été intéressant d’utiliser cette méthode 
sur quelques espèces cibles, pour rechercher les Schistosomes. Les Schistosomes sont des 
parasites des oiseaux aquatiques d’eau douce (Ansériformes surtout). On aurait pu les 
rechercher sur ces espèces mais d’une part, d’un point de vue logistique, il était difficile de 
rajouter cette analyse sur ces échantillons (quantité de fèces souvent faible) et d’autre part, 
la mise en évidence des œufs de Schistosomes est très délicate car l’excrétion des œufs dans 
les matières fécales est discontinue. 
iv. Identification des parasites 
L’identification des parasites s’est faite sur des critères morphologiques des 
œufs/oocystes, observés au microscope. Cette méthode ne nous a pas permis d’identifier tous 
les œufs. En effet, en raison des conditions de prélèvement et de transport suboptimales, 
certaines entités observées lors de coproscopies avaient une morphologie semblable à des 
œufs de parasites et présentaient des détériorations. Ces dernières ne nous ont pas permis 
de rattacher les structures observées à une espèce donnée avec certitude. Ces structures 
n’ont pas été comptabilisées lors de l’interprétation des résultats.  Le nombre d’échantillons 
positifs est donc certainement sous-estimé, ainsi que les différentes prévalences calculées. 25 
échantillons analysés présentaient des structures que nous n’avons pas pu identifier. 
Pour aller plus loin et être plus précis, il aurait fallu utiliser des méthodes moléculaires 
conduisant à l’identification des parasites. Par manque de moyens, cela n’a pas pu être réalisé. 
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Sur le terrain, si l’on rencontre ce type de structure non identifiable lors de 
coproscopies, il faut prélever à nouveau un échantillon plus frais et réitérer l’analyse. 
  
67 
 
 
CONCLUSION 
 
Ce  travail a permis de mettre en évidence une grande diversité de parasites chez les oiseaux 
de parcs animaliers en France. La majorité de ces parasites sont des parasites à cycle direct. En effet, 
ces parasites peuvent plus facilement infester leur hôte même si celui-ci n’est pas dans son 
environnement naturel, puisqu’ils ne nécessitent pas d’hôtes intermédiaires. Considérant les 
disparités entre parcs, les effectifs des différents ordres et le nombre d’échantillons envoyés, il est 
difficile de dégager des tendances générales à propos du parasitisme dans ces parcs. La prévalence 
totale de coproscopies positives reste néanmoins modérée. 
La qualité des prélèvements reste la base d’une bonne identification donc d’un traitement 
adapté. L’interprétation des résultats à l’échelle du parc est d’autant plus difficile que le prélèvement 
individuel est très compliqué à réaliser sur des oiseaux non domestiqués, parfois de taille conséquente. 
Le diagnostic se fait donc à l’échelle du groupe et il est difficile de corréler les résultats à un état clinique 
donné si celui-ci ne concerne qu’un individu. 
Nous nous sommes également intéressés à l’aspect quantitatif des analyses coproscopiques. 
Nous avons produit un premier jeu de données quantitatives qu’il s’agira par la suite d’enrichir par de 
nouveaux résultats d’analyse. En effet, le manque de données dans la littérature à ce propos rend 
l’interprétation de nos résultats difficile.  
Il serait intéressant de réitérer ce travail à une plus large échelle, et de comparer les résultats 
obtenus avec les schémas de traitements antiparasitaires appliqués par chaque parc. Ainsi pourrait-on  
proposer un protocole de vermifugation adapté à chaque parc zoologique. 
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ANNEXES 
 
Annexe 1 : Atlas coproscopique 
 
ASCARIDIA 
 
HETERAKIS 
 
 
50x80 µm  
Contient une unique cellule 
granuleuse. 
Paroi lisse et épaisse 
50 x 70 µm   
Ressemble à Ascaridia 
Paroi lisse et épaisse, 
parallèles dans la longueur 
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CAPILLARIA 
 
 
TRICHOSTRONGYLUS 
 
60 x 25µm  
Morula n’emplissant pas 
toute la coque  
Paroi lisse et fine 
Pôles légèrement inégaux 
 
25 x 40 µm  
Contient une cellule 
granuleuse 
Un bouchon polaire à 
chaque extrémité 
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TETRAMERES 
 
 
 
 
SYNGAMES 
 
 
25 x 50 µm 
Œufs embryonnés 
(embryon vermiforme)  
Pôles légèrement inégaux 
150 x 50 µm 
Présence d’un opercule à 
chaque pôle 
 Morula constituée en 
général de 8 cellules 
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PORROCAECUM 
 
 
 
 
 
 
 
COCCIDIES 
70 x 100 µm de 
Sphérique à elliptique 
Operculé 
Contient une unique cellule 
20 µm de diamètre (variable 
selon espèces) 
Sphérique à elliptique 
Couleur rosée 
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 Annexe 2 : Résultats de l’ensemble des coproscopies réalisées 
 
Parc Espèce Nom latin Ordre Nombre de 
prélèvements 
Parasites trouvés OPG 
Parc zoologique 
Dunkerque 
 
Poules Gallus Gallus Galliformes 1 Heterakis + 
Eimeria 
250 + 10000 
Harpie Harpia Harpyja Accipitriformes 1   
Vautours Gyps Fulvus Accipitriformes 1   
Canards Anas Platyrhynchos Anseriformes 1   
Cigogne Ciconia Ciconia Ciconiiformes 1   
Faucons Falco Falconiformes 1   
Paons Pavo Cristatus Galliformes 1   
Hérons Ardea Cinerea Pelecaniformes 1   
Ibis chauve Geronticus Eremita Pelecaniformes 1   
Ibis falcinelle Plegadis Falcinellus Pelecaniformes 1   
Pélican frisé Pelicanus Crispus Pelecaniformes 1   
Flamants roses Phoenicopterus Roseus Phoenicopteriformes 1   
Ara  Psittaciformes 1   
Chouette effraie Tyto Alba Strigiformes 1   
Hibou grand duc Bubo Bubo Strigiformes 1   
Cormoran Phalacrocorax Carbo Suliformes 1   
Refuge de l'Arche 
 
Conure à joues vertes Pyrrhura molinae Psittaciformes 2 Ascaridia 250 
700 
Goélands Larus Marinus Charadriiformes 1 Ascaridia + 
Capillaria 
350 + 1350 
Pigeons Columba Livia Columbiformes 2 Capillaria + 
Eimeria 
2100 + 17500 
15 500 + 1750 
Poules Gallus Gallus Galliformes 1 Capillaria + 
Heterakis 
1700 + 150 
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Buse variable Buteo Buteo Accipitriformes 1   
Condor des Andes Vultur Gryphus Falconiformes 1   
Faucon crécerelle Falco Tinnunculus Falconiformes 1   
Corneille noire/Corbeau freux Corvus Corone Passériformes 1   
Pie bavarde Pica Pica Passériformes 1   
Amazones à front rouge + 
inséparables 
Amazona Automnalis + Agapornis 
Roseicollis 
Psittaciformes 1   
Aras chloroptères Ara Chloroptera Psittaciformes 2   
Cacatoes Cacatua Galerita Psittaciformes 2   
Perruches à collier Psittacula Krameri Psittaciformes 1   
Perruches calopsitte Nymphicus Hollandicus Psittaciformes 1   
Perruches ondulées Melopsittacus Undulatus Psittaciformes 1   
Chouette chevêche Athene Noctua Strigiformes 1   
chouette effraie Tyto Alba Strigiformes 1   
chouette hulotte Strix Aluco Strigiformes 1   
Hibou grand duc Bubo Bubo Strigiformes 1   
Hibou moyen duc Asio Otus Strigiformes 1   
Safari de Peaugres 
 
Amazone à front bleu Amazona Aestiva Psittaciformes 1 Ascaridia + 
Heterakis + 
Tetrameres 
50 + 150 + 100 
Cigogne blanche Ciconia Ciconia Ciconiiformes 2 Capillaria 50 
50 
Pélican blanc Pelecanus Onocrotalus Pelecaniformes 1 Eimeria 800 
Pélican hybride  Pelecaniformes 1 Eimeria 9800 
Autruche Struthio Camelus Struthioniformes 3 Syngamus + 
Tetrameres 
300 + 50 
50 + 100 
450 + 50 
Harfang des neiges Bubo Scandiacus Strigiformes 2 Trichostrongylus 50 
100 
Vautour fauve Gyps Fulvus Accipitriformes 2   
Oie cendrée Anser Anser Anseriformes 1   
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Emeu Dromaius Novaehollandiae Casuariiformes 1   
Poule Gallus Gallus Galliformes 1   
Flamant d'Afrique  Phoenicopteriformes 1   
Flamant du Chili Phoenicopterus Chilensis Phoenicopteriformes 1   
Ara ararauna Ara Ararauna Psittaciformes 1   
Ara chloroptère Ara Chloropterus Psittaciformes 1   
Divers Psittaciformes Psittaciformes 1   
Manchot du cap Spheniscus Demersus Spheniciformes 1   
Grand duc Bubo Bubo Strigiformes 1   
Sigean 
 
Bernache du Canada Branta Canadensis Anseriformes 1   
Bernache néné Branta Sandvicensis Anseriformes 1   
Bernache nonette Branta Leucopsis Anseriformes 1   
Canard colvert Anas platyrhynchos Anseriformes 1   
Canards Anas Platyrhynchos Anseriformes 2   
Dendrocygne fauve Dendrocygna Bicolor Anseriformes 1   
Oie à tête barrée Anser Indicus Anseriformes 1   
Oie cendrée Anser Anser Anseriformes 1   
Tadorne casarca Tadorna Ferruginea Anseriformes 1   
Emeus Dromaius Novaehollandiae Casuariiformes 4   
Divers  Ciconiiiformes + 
Anseriformes 
3   
Faisan de Wallich Catreus Wallichii Galliformes 1   
Paon bleu Pavo Cristatus Galliformes 1   
Pintade Vulturine Acryllium Vulturinum Galliformes 2   
Poules nègre soie Gallus Gallus Domesticus Galliformes 2   
Musophage violet Musophaga Violacea Musophagiformes 1   
Divers  Pelecaniformes + 
Gruiformes 
3   
Ibis Threskiornis Aethiopicus Pelecaniformes 3   
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Flamants Phoenicopterus Roseus Phoenicopteriformes 1   
Amazone à front bleu Amazona Aestiva Psittaciformes 1   
Aras  Psittaciformes 3   
Gris du Gabon Psittacus Erithacus Psittaciformes 2   
Nandous Rhea Americana Rhéiformes 2   
Autruches Struthio Camelus Struthioniformes 6   
Zoo de la Palmyre 
 
Ara bleu Ara Ararauna Psittaciformes 4 Capillaria 800 
1000 
900 
50 
Ara Hyacinthe Anodorhynchus Hyacinthinus Psittaciformes 2 Capillaria 1150 
200 
Perruches  Psittaciformes 1 Capillaria 850 
Oie à tête barrée Anser Indicus Anseriformes 2 Trichostrongylus 100 
200 
Paon Pavo Cristatus Galliformes 3 Trichostrongylus + 
Eimeria 
1000 + 19050 
550 + 21150 
1200 + 11000 
Coscoroba Coscoroba Coscoroba Anseriformes 1   
Cygne rose Cygnus Olor Anseriformes 1   
Oie d'Egypte Alopochen Aegyptiacus Anseriformes 1   
Calaos Buceros Bicornis Bucerotiformes 2   
Pigeons Columba Livia Columbiformes 2   
Ibis Threskiornis Aethiopicus Pelecaniformes 2   
Flamants roses Phoenicopterus Roseus Phoenicopteriformes 3   
Ara Macao Ara Macao Psittaciformes 2   
Aras  Psittaciformes 1   
Cacatoes Cacatua Galerita Psittaciformes 1   
Nandous Rhea Americana Rhéiformes 2   
Manchots Aptenodytes Forsteri Spheniciformes 1   
Zoo de Lyon Eperonnier de Palawan Polyplcetron Napoleonis Galliformes 1   
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 Paon spicifère Pavo Muticus Galliformes 2   
Perdrix roulroul Rollulus Roulroul Galliformes 1   
Pintade de Numidie Numida Meleagris Galliformes 3   
Grue de Mandchourie Grus Japonensis Gruiformes 5   
Agami trompette Psophia Crepitans Gruiformes 1   
Etourneau de Bali Leucopsar Rothschildi Passériformes 1   
Garrulaxe du père Courtois Dryonastes Courtoisi Passériformes 1   
Amazone d'Equateur Amazona Lilacina Psittaciformes 1   
Nandou de Darwin Rhea Pennata Rhéiformes 3   
Zoo de Mulhouse 
 
bernache à crinière Chenonetta Jubata Anseriformes 1   
Bernache cou roux Branta Ruficollis Anseriformes 1   
Canard à ailes blanches Asarcornis scutulata Anseriformes 1   
Kamichi à collier Chauna Torquata Anseriformes 1   
Cassoar à casque Casuarius Casuarius Casuariiformes 1   
Colombe de Buckley Columbina buckleyi Columbiformes 3   
Goura de Scheepmaker Goura Scheepmakeri Columbiformes 1   
Pigeon Nicobar Caloenas Nicobarica Columbiformes 1   
Pigeons roses Nesoenas Mayeri Columbiformes 2   
Tourterelle de Socorro Zenaida Graysoni Columbiformes 1   
Tourterelle rieuse Streptopelia Roseigrisea Columbiformes 1   
Grue antigone Grus Antigone Gruiformes 1   
Grue couronnée noire Balearica Pavonina Gruiformes 1   
Touracos (Pauline + Lady Ross) Tauraco Musophagiformes 4   
Touraco de Fischer Tauraco Fischeri Musophagiformes 2   
Ibis chauve Geronticus Eremita Pelecaniformes 2   
Ibis rouges Eudocimus Ruber Pelecaniformes 2   
Spatule rosée Platalea Ajaja Pelecaniformes 1   
Amazone berhade    Psittaciformes 2   
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Ara Hyacinthe Anodorhynchus Hyacinthinus Psittaciformes 1   
Cacatoes Cacatua Galerita Psittaciformes 1   
Conure à tête d'or Aratinga Auricapilla Psittaciformes 1   
Perroquet robuste Poicephalus Robustus Psittaciformes 4   
Zoo du Pal 
 
Milans noirs Milvus Migrans Accipitriformes 2 Porrocaecum 1250 
1450 
Emeus Dromaius Novaehollandiae Casuariiformes 4 Trichostrongylus 2800 
3050 
2100 
950 
Ara à ailes vertes Ara Chloroptera Psittaciformes 1   
Ara bleu Ara Ararauna Psittaciformes 1   
Ara macao Ara Macao Psittaciformes 2   
Cacatoes à huppe jaune Cacatua Galerita Psittaciformes 1   
Conures soleil Aratinga Solstitialis Psittaciformes 2   
Electus de nouvelle guinée Electus Rotatus Psittaciformes 2   
Perruches callopsites Nymphicus Hollandicus Psittaciformes 1   
Chouettes effraies Tyto Alba Strigiformes 1   
Zoo parc de Beauval 
 
Ara glaucogularis Ara Glaucoguralis Psittaciformes 1 Ascaridia Pas vu en Mac 
Master 
Toucan vitellin Ramphastos Vitellinus Piciformes 1 Capillaria 1400 
Chouette à lunettes Pulsatrix Perspicillata Strigiformes 1 Capillaria 50 
Paon du Congo Afropavo Congensis Galliformes 1 Eimeria 3050 
Cardinal Virginie Cardinalis Cardinalis Passériformes 1 Eimeria 33400 
Merle bleu Monticola Solitarius Passériformes 1 Eimeria 250 
Oiseaux bleus des fées (Irène 
vierge) 
Irena Puella Passériformes 1 Eimeria 3050 
Aigle huppard Lophaetus Occipitalis Accipitriformes 1   
Vautour de l'Himalaya Gyps Himalayensis Accipitriformes 1   
Vautour fauve Gyps Fulvus Accipitriformes 1   
Vautour pape Sarcoramphus Papa Accipitriformes 1   
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Viréon à front d'or Hylophilus aurantiifrons Passériformes 1   
Calao de Malabar Anthrcoceros Coronatus Bucérotiformes 1   
Calao rhinocéros Buceros Rhinoceros Bucérotiformes 2   
Calao terrestre Pezoporus Wallicus Bucérotiformes 1   
Calao van der Decken Tockus Deckeni Bucérotiformes 1   
Volière exotique Passériformes 1   
Barbican Lybius Guifsobalito Piciformes 1   
Toucan toco Ramphastos Toco Piciformes 2   
Amazone à épaule jaune Amazona Barbadensis Psittaciformes 1   
Amazone à front blanc Amazona Albifrons Psittaciformes 1   
Amazone à joues vertes Amazona Viridigenalis (Cassin) Psittaciformes 1   
Amazone du Brésil  Psittaciformes 1   
Amazone vineuse Amazona Vinacea Psittaciformes 1   
Ara ararauna Ara Ararauna Psittaciformes 1   
Ara chloroptère Ara Chloropterus Psittaciformes 1   
Ara de lafresnaye Ara Rubrogenys Psittaciformes 1   
Ara hyacinthe Anodorhynchus Hyacinthinus Psittaciformes 1   
Ara macao Ara Macao Psittaciformes 1   
Cacatoès à huppe jaune Cacatua Galerita Psittaciformes 1   
Cacatoès à huppe orange Cacatua Sulphurea Citrinocristata Psittaciformes 1   
Cacatoès à œil nu Cacatua Sanguinea Psittaciformes 1   
Cacatoès de Leadbeater Lophochroa Leadbeateri Psittaciformes 2   
Cacatoès des Moluques Cacatua Moluccensis Psittaciformes 1   
Cacatoès des Philippines Cacatua Haematuropygia Psittaciformes 1   
Caïque à tête orange  Psittaciformes 1   
Grand vasa Caracopsis Vasa Psittaciformes 1   
Microglosse Probosciger Aterrimus Psittaciformes 1   
Perroquet maillé Deroptyus Accipitrinus Psittaciformes 1   
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Perruche Guarouba Guarube Guarouba Psittaciformes 1   
Pesquet's parrot Psittrichas Fulgidus Psittaciformes 1   
Manchot de Humboldt Spheniscus Humboldit Spheniciformes 1   
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TITRE : ENQUETE COPROSCOPIQUE SUR LES OISEAUX DE NEUF PARCS ZOOLOGIQUES FRANÇAIS 
RESUME: Les Oiseaux de parcs animaliers jouissent d'un statut particulier, entre animaux sauvages et 
domestiques, qui suscite des questions quant aux parasitoses que l'on peut trouver chez eux. Ce travail s'est 
intéressé à définir les prévalences et intensités d'excrétion des œufs de parasites intestinaux chez les Oiseaux 
de neuf parcs zoologiques français après l'analyse coproscopique de 255 échantillons de fèces. 
Ces analyses qualitatives et quantitatives nous ont permis de mettre en évidence et d'identifier des 
œufs d'helminthes et des oocystes de coccidies. La prévalence globale observée dans notre échantillonnage 
était relativement faible en comparaison avec les données rapportées dans la littérature et la comparaison des 
prévalences au sein de chaque parc a montré des écarts relativement importants. 
- Enfin, un atlas coproscopique à l'usage des vétérinaires de parcs zoologiques a été élaboré à partir de 
photographies prises lors des analyses coproscopiques. 
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TITLE: SURVEY ON PARASITIC INFESTATION IN SIROS OF NINE FRENCH ZOOLOGICAL GARDENS 
SUMMARY: Birds from zoological gardens are between wild and domestic animais, suggesting that they have 
their own parasitic diseases. This study focused on defining the prevalence and intensity of parasites'eggs 
excretion in birds of nine French zoological gardens, thanks to 255 fecal samples analyses. 
These qualitative and quantitative analysese allowed us to identify various helminths eggs and 
coccidian oocysts. The global prevalence remained relatively low compared to the results of previous studies 
and we noticed considerable variations of prevalence between the different zoos. 
Finally, we are providing an atlas gathering eggs pictures in order to help the zoo veterinarians to 
identify birds' parasites. 
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